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L’imagerie médicale a longtemps été limitée à cause des performances médiocres des 
fluorophores organiques. Récemment la recherche sur les nanocristaux semi-conducteurs a 
grandement contribué à l’élargissement de la gamme d’applications de la luminescence dans les 
domaines de l’imagerie et du diagnostic. Les points quantiques (QDs) sont des nanocristaux de 
taille similaire aux protéines (2-10 nm) dont la longueur d’onde d’émission dépend de leur taille et 
de leur composition. Le fait que leur surface peut être fonctionnalisée facilement avec des 
biomolécules rend leur application particulièrement attrayante dans le milieu biologique. 
Des QDs de structure « cœur-coquille » ont été synthétisés selon nos besoins en longueur 
d’onde d’émission. Dans un premier article nous avons modifié la surface des QDs avec des 
petites molécules bi-fonctionnelles portant des groupes amines, carboxyles ou zwitterions. L’effet 
de la charge a été analysé sur le mode d’entrée des QDs dans deux types cellulaires. À l’aide 
d’inhibiteurs pharmacologiques spécifiques à certains modes d’internalisation, nous avons 
déterminé le mode d’internalisation prédominant. L’endocytose par les radeaux lipidiques 
représente le mode d’entrée le plus employé pour ces QDs de tailles similaires. D’autres modes 
participent également, mais à des degrés moindres. Des disparités dans les modes d’entrée ont été 
observées selon le ligand de surface. 
Nous avons ensuite analysé l’effet de l’agglomération de différents QDs sur leur 
internalisation dans des cellules microgliales. La caractérisation des agglomérats dans le milieu de 
culture cellulaire a été faite par la technique de fractionnement par couplage flux-force (AF4) 
associé à un détecteur de diffusion de la lumière. En fonction du ligand de surface et de la 
présence ou non de protéines du sérum, chacun des types de QDs se sont agglomérés de façon 
différente. À l'aide d’inhibiteur des modes d’internalisation, nous avons corrélé les données de 
tailles d’agglomérats avec leur mode d’entrée cellulaire. 
Les cellules microgliales sont les cellules immunitaires du système nerveux central (CNS). 
Elles répondent aux blessures ou à la présence d’inflammagènes en relâchant des cytokines pro-
inflammatoires. Une inflammation non contrôlée du CNS peut conduire à la 
neurodégénérescence neuronale et est souvent observée dans les cas de maladies chroniques. 
Nous nous sommes intéressés au développement d’un nanosenseur pour mesurer des 
biomarqueurs du début de l’inflammation. 
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Les méthodes classiques pour étudier l’inflammation consistent à mesurer le niveau de 
protéines ou molécules relâchées par les cellules stressées (par exemple monoxyde d’azote, IL-1β). 
Bien que précises, ces méthodes ne mesurent qu’indirectement l’activité de la caspase-1, 
responsable de la libération du l’IL-1β. De plus ces méthode ne peuvent pas être utilisées avec des 
cellules vivantes.  
Nous avons construit un nanosenseur basé sur le FRET entre un QD et un fluorophore 
organique reliés entre eux par un peptide qui est spécifiquement clivé par la caspase-1. Pour 
induire l’inflammation, nous avons utilisé des molécules de lipopolysaccharides (LPS). La 
molécule de LPS est amphiphile. Dans l’eau le LPS forme des nanoparticules, avec des régions 
hydrophobes à l’intérieure. Nous avons incorporé des QDs dans ces régions ce qui nous a permis 
de suivre le cheminement du LPS dans les cellules microgliales. Les LPS-QDs sont internalisés 
spécifiquement par les récepteurs TLR-4 à la surface des microglies. Le nanosenseur s’est montré 
fonctionnel dans la détermination de l’activité de la caspase-1 dans cellules microgliales activées 
par le LPS. Éventuellement, le senseur permettrait d’observer en temps réel l’effet de thérapies 
ciblant l’inflammation, sur l’activité de la caspase-1. 
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Abstract 
Medical imaging based on fluorescence has suffered from the poor photostability and 
mediocre performance of organic fluorophores. The discovery and subsequent improvements in 
nanocrystal synthesis and functionalization has greatly benefited the applications in medical 
imaging and the development of nanocrystal-based sensors for diagnostics. QDs are semi-
conductor nanocrystals which have similar sizes as proteins (2-10 nm). They are highly 
luminescent, and can be made to emit at any desired wavelength by varying their size and 
composition. The surface of QDs can be easily functionalized with biomolecules. Hence, it is 
interesting to study how QDs interact in the biological world. 
Highly luminescent core-shell QDs emitting at different wavelengths were prepared 
according to our needs. In a first study, the surface of the QDs was modified with various small 
bi-functional thiolated ligands (carboxylated, aminated and zwitterionic). The modified-QDs of 
nearly identical sizes were administered in vitro to study the impact of surface charge and cell type 
on the mode and extent of cell uptake and elimination. Using specific inhibitors of cell uptake we 
determined which modes contributed to the internalization of the QDs. Endocytosis mediated by 
lipid rafts represented the predominant pathway for the internalization of QDs. However, other 
modes contributed to a lesser degree, depending on the surface ligand. 
We then analyzed the effect of QD agglomeration in cell culture media on its cellular 
uptake by microglia. Thorough characterization of QD agglomerate size distribution was 
conducted by asymmetrical flow field-flow fractionation (AF4) with a dynamic light scattering 
detector. Depending on the type of surface ligand and if serum proteins were present, the 
agglomeration pattern of the QDs was significantly different. With inhibitors of specific modes of 
cell uptake, we showed that the size distribution data, obtained by AF4, correlated with the modes 
of cell uptake. 
Microglia cells are immune cells of the central nervous system (CNS). They respond to 
injury or the presence of inflammagens by producing pro-inflammatory cytokine. Inflammation in 
the CNS may lead to loss of neurons, and can found in many chronic diseases. We were interested 
in building nanosensors to measure the onset of inflammation.  
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Current methods to study inflammation consist in measuring levels of certain proteins or 
chemicals released by stressed cell (e.g. Western blot or ELISA assay for IL-1β). Although precise, 
these methods measure indirectly the activity of the enzyme responsible for releasing IL-1β, i.e. 
caspase-1. Moreover, these methods cannot be applied to live cells.  
We designed a sensor based on FRET between a QD and a dye linked by a peptide 
specifically cleaved by the caspase-1. To induce inflammation, we applied lipopolysaccharides 
(LPS), which are endotoxins present in Gram negative bacteria responsible for sceptic shock. The 
LPS form nanoparticles due to their amphiphilicity. The interior hydrophobic regions were used 
to load hydrophobic QDs, making the LPS luminescent. The microglia internalized LPS-QD 
predominantly through TLR-4 membrane receptors. We describe how the LPS induce 
inflammation and demonstrated the functionality of the QD-based sensor. Eventually, the sensor 
could be used to monitor in real time the action of therapeutics against inflammation. 
 
Keywords : quantum dot, QD uptake, sub-cellular localization, asymmetrical flow field-flow 
fractionation, size distribution, cell culture media, serum, microglia, phagocytosis, nanosensor 
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Chapitre 1. Introduction 
La manipulation de la matière à l’échelle nanométrique est de plus en plus populaire 
depuis les progrès des techniques d’observation des structures à l’échelle nanométrique, par 
exemple la microscopie électronique à transmission. De nouvelles propriétés apparaissent au 
niveau des matériaux lorsque leurs dimensions sont réduites à l’ordre du nanomètre. Cet ordre de 
grandeur est tout particulièrement intéressant à considérer lorsque l’on s’intéresse aux procédés 
biologiques, car les principaux acteurs de la machinerie cellulaire se situent également dans cet 
ordre de grandeur. La combinaison des nouvelles propriétés des matériaux à l’échelle 
nanométrique et la pertinence de l’échelle nanométrique pour les utilisations en biologie ont fait 
que les nanotechnologies se sont orientées pour des utilisations dans le traitement, la 
compréhension ou le diagnostic de nombreuses pathologies. On parle alors de nanomédecine.  
Certains chercheurs travaillent sur la mise au point de nouvelles drogues, alors que 
d’autres cherchent à améliorer des médicaments qui existent déjà. La nanomédecine permettrait 
d’améliorer les traitements de nombreuses pathologies qui n’ont pas de traitement efficace à 
l’heure actuelle. Mais le traitement seul n’est pas suffisant pour venir à bout des pathologies, il faut 
également un outil diagnostique fiable. Un autre aspect important des nanosciences est l’utilisation 
des propriétés des nanomatériaux afin de construire des outils utilisés pour l’imagerie, comme 
biosenseurs ou pour le diagnostic. Il est également possible que le nanomatériel joue les deux 
rôles, celui d’apporter la charge thérapeutique au lieu voulu ainsi que de servir d’outil 
diagnostique, on parle alors de théranostic pour désigner ces agents qui jouent les deux rôles.  
1.1. Différents types de nanomatériaux et leurs utilisations 
La part la plus importante des nanomatériaux utilisés dans le domaine médical revient aux 
applications de délivrance de médicaments. Par exemple, les liposomes et les particules 
polymériques sont utilisés pour l’encapsulation de principes actifs et leur acheminement vers leurs 
sites d’action. Ces vecteurs permettent d’augmenter la durée de vie de circulation des 
médicaments dans le sang et de les cibler activement ou passivement aux cellules malades, où elles 
pourront libérer leur charge thérapeutique.1-4 Le but est de réduire la charge médicamenteuse et 
d’augmenter l’effet thérapeutique. Par exemple, lorsque l’on cherche à détruire des cellules 
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cancéreuses, les drogues utilisées sont toxiques et causent de nombreux effets secondaires. Un 
vecteur nanoparticulaire qui cible les cellules cancéreuses permettrait de réduire la dose 
administrée et d’éviter de nuire aux cellules saines.5 Par exemple le Doxil® est la première forme 
nanoencapsulée d’un médicament approuvée par la Food and Drug Administration (FDA) 
américaine. Son principe consiste à encapsuler la doxorubicine dans des liposomes recouverts de 
PEG pour cibler de manière passive le médicament aux tumeurs. Sa forme nanoencapsulée 
permet également de réduire l’effet cardiotoxique de la doxorubicine. 
Beaucoup de principes actifs sont hydrophobes et ont une solubilité trop faible dans l’eau 
pour être administrés en milieu aqueux. Les liposomes et les copolymères amphiphiles permettent 
d’encapsuler les composés hydrophobes dans des espaces protégés du milieu aqueux 
environnant.6, 7 Ils peuvent ensuite être modifiés pour présenter à leurs surfaces des ligands de 
ciblage afin de promouvoir l’interaction spécifique avec les cellules malades. Comme ces 
nanoparticules sont facilement modulables, en jouant sur les composants et le mode d’assemblage 
des liposomes ou des copolymères amphiphiles, il est possible de modifier la taille, la quantité de 
drogues transportées, la charge de surface, le type de profil de libération du médicament et les 
ligands de surface voulus. Grâce aux nanoparticules, de nombreuses molécules qui aurait pu être 
abandonnées lors d’essais cliniques à cause de leur mauvaise solubilité peuvent être testées.8 Par 
exemple, le fenofibrate est une drogue qui permet de réduire le cholestérol, mais qui a une très 
faible solubilité dans l’eau. Il a été possible de l’introduire dans les pores de particules de dioxide 
de silice ou de carbonate de calcium. Une fois administrée par voie orale, la structure inorganique, 
par exemple le carbonate de calcium se décompose laissant la drogue sous forme de nanostructure 
qui ont une solubitlié améliorée par rapport au fenofibrate seul.  
Ainsi l’étude des formulations nanoparticulaires pour l’encapsulation des médicaments 
permet : 
a. D’augmenter la durée de vie de circulation des petites molécules dans le sang. 
b. La diminution de la toxicité des médicaments aux cellules saines, donc une réduction 
d’effets secondaires. 
c. La délivrance de charges médicamenteuses plus élevées (grâce à la surface importante par 
rapport au volume des nanoparticules). 
d. L’augmentation de l’internalisation cellulaire. 
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e. Le ciblage des principes actifs directement aux cellules malades. 
f. De contrôler la localisation et l’importance du relargage médicamenteux avec des 
polymères sensibles à leur environnement. 
Certaines nanoparticules peuvent avoir plusieurs fonctions. Par exemple, les nanocoquilles 
(nanoshells) d’or permettent de livrer une charge médicamenteuse en l’encapsulant dans sa structure 
creuse,9 mais également de servir comme sonde pour l’imagerie ou la thermoablation de 
tumeurs.10, 11 La thermoablation consiste à détruire des tissus par élévation de la température. Pour 
cela, une source lumineuse dans le proche infrarouge est utilisée, elle est dirigée vers les tissus qui 
ont accumulé des nanoparticules métalliques comme des nanoparticules d’or ou des nanocoquilles 
d’or. Sous l’effet de la lumière proche infrarouge, les nanoparticules vont osciller à une certaine 
fréquence, ce qui augmente la température locale suffisamment pour engendrer de la toxicité aux 
tissus. En absence de nanoparticules, la lumière proche infrarouge est anodine. Il a été proposé 
d’acheminer ce type de nanoparticules aux tumeurs par ciblage passif par l’effet EPR (enhanced 
permeation and retention effect). Lorsque les tumeurs atteignent une certaine taille, elles deviennent 
dépendantes de la formation rapide de nouveaux vaisseaux sanguins pour l’apport en nutriments 
et en oxygène. Ces vaisseaux sont souvent anormaux et présentent des pores intercellulaires 
suffisamment larges pour le passage de nanomatériaux ou de macromolécules. Comme ces 
tumeurs nouvellement formées sont dépourvues de drainage lymphatique, les nanoparticules ou 
liposomes qui y entrent s’y accumulent. Le ciblage passif est entrepris en augmentant la furtivité 
des nanoparticules, qui est la capacité qu’ont certaines nanoparticules à échapper à la 
reconnaissance par le système immunitaire non-spécifique, pour qu’elles puissent circuler 
longtemps dans le système sanguin et s’accumuler progressivement dans les tissus tumoraux.12  
Outre les nanoparticules utilisées pour la délivrance de médicament, il existe une catégorie 
de nanoparticules utiles à l’imagerie cellulaire et au développement d’outils diagnostiques, ce sont 
les nanocristaux luminescents, qui peuvent être utilisés par exemple pour tracer le devenir des 
médicaments administrés au sein de nanoparticules.13 Les nanocristaux peuvent être de 
composition variée, dont les atomes s’arrangent en suivant un réseau cristallin comme le zinc-
blende ou le wurtzite. Les plus communs dans la littérature sont les nanocristaux de silice,14, 15 ou 
encore les nanocristaux faits de matériaux semi-conducteurs. Les nanocristaux semi-conducteurs 
dont la taille est inférieure à 10 nm sont appelés points quantiques ou quantum dots (QDs). Ils sont 
surtout utilisés dans les applications biotechnologiques comme sondes luminescentes pour 
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l’imagerie in vitro ou in vivo.16 La luminescence émise se situe dans la gamme de longueurs d’ondes 
pouvant aller du visible à l’infrarouge. Les QDs sont de bons émulateurs des fluorophores 
organiques ou des protéines fluorescentes. Ils peuvent donc servir pour des utilisations 
biologiques et même en sciences pharmaceutiques.17 Il est aussi possible de les utiliser en 
combinaison avec d’autres nanoparticules comme celles mentionnées ci-dessus pour en suivre 
leurs cheminements in vitro ou in vivo.13, 18  
 
1.2. Points quantiques 
1.2.1. Nanocristaux semi-conducteurs 
Tous les matériaux possèdent des bandes discrètes d’énergie dans lesquelles les électrons 
se situent. À l’état fondamental, les électrons occupent la bande de plus faible énergie. 
Conformément au principe d’exclusion de Pauli chaque bande d’énergie ne peut contenir qu’un 
nombre fini d’électrons. La disposition des électrons dans les deux bandes les plus externes, la 
bande de valence et la bande de conduction, va avoir le plus d’effet sur les propriétés 
électroniques du matériel. Les métaux ont une bande de valence pleine et un certain nombre 
d’électrons dans la bande de conduction qui sont libres de se déplacer pouvant ainsi conduire une 
charge. La différence d’énergie entre ces deux bandes est connue sous le nom d’énergie de bande 
interdite. Pour qu’un électron passe d’une bande à l’autre, il doit avoir reçu une quantité d’énergie 
égale au moins à l’énergie de la bande interdite. Un matériau isolant possède une bande de 
conduction vide d’électrons et une bande interdite large qui limite le passage d’électrons de la 
bande de valence à la bande de conduction.  
Un matériau semi-conducteur, à l’état de repos, a sa bande de valence pleine et sa bande 
de conduction vide. Il se comporte alors comme un matériau isolant (voir Figure 1.1). La 
différence vient de la largeur de la bande interdite qui est plus faible pour le matériau semi-
conducteur par rapport au matériau isolant. Il est alors possible pour l’énergie provenant d’un 
photon d’exciter un électron de la bande de valence et de le faire passer à la bande de conduction. 
L’énergie minimale du photon (E = hν  avec h la constante de Planck et ν la fréquence de la 
lumière, la fréquence étant liée à la longueur d’onde par la formule ν = c/λ, où c est la célérité de la 
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lumière) doit être égale ou supérieure à l’énergie de la bande interdite du semi-conducteur, sinon 
le photon ne peut pas être absorbé.  
 
Figure 1.1. Schéma de la bande interdite dans différents types de matériaux (a. métaux; b. semi-
conducteurs; c. isolants). 
Lorsque l’électron est déplacé vers la bande de conduction, après excitation, il laisse un 
trou dans la bande de valence, créant une paire électron-trou, dite exciton.19 En retournant à l’état 
de repos, l’électron et le trou se recombinent en émettant un photon dont l’énergie est égale à 
l’énergie de la bande interdite. Même si l’énergie du photon est supérieure à celle de la bande 
passante, celui-ci peut être absorbé. Dans ce cas un électron d’une couche de valence inférieure 
sera déplacé vers une couche de la bande de conduction plus élevée. Toutefois, l’excès d’énergie 
sera dissipé lors de collisions inélastiques (relaxation non radiative) pour que l’électron redescende 
vers le bas de la bande de conduction, pendant que le trou remonte au haut de la bande de 
valence, afin qu’il y ait recombinaison et libération du photon. 
1.2.2. Les Points quantiques : propriétés optiques et électroniques 
Grâce aux petites tailles des nanocristaux, les électrons des points quantiques sont 
confinés dans un petit espace et quand la taille des nanocristaux devient plus petite que le rayon 
de Bohr de l’exciton, il y a quantification de l’énergie en niveaux en suivant le principe d’exclusion 
de Pauli (Figure 1.2.).20, 21 Plus le point quantique est petit, plus il faut de l’énergie pour confiner 
l’exciton et donc l’énergie du photon émis augmente. Du coup, les points quantiques plus petits 
ont des spectres d’émission dans les longueurs d’ondes plus courtes. La longueur d’onde 
d’émission peut être modulée en changeant la durée de croissance de la taille de la particule de 
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composition donnée (Figure 1.3.). Il est également possible de modifier la plage de longueurs 
d’onde atteignables en changeant les éléments composant les nanocristaux.22  
 




Figure 1.3. Évolution du spectre de photoluminescence (PL) de points quantiques de séléniure de 
cadmium (CdSe) lors de leur synthèse. La longueur d’onde d’émission est dépendante de la taille. 
Les QDs présentés ici ont une taille médiane de 4,2 nm jusqu’à 6,0 nm pour ceux émettant à 
627 nm. Les QDs proviennent de ma synthèse. 
L’électron, lorsqu’il est excité, existe dans la bande de conduction dans un des n états 
d’énergie, et pareillement le trou existe dans un des n états d’énergie de la bande de valence (voir 
Figure 1.2.). De cette sorte, l’énergie minimale entre l’électron excité et son trou est alors égale à 
l’énergie de la bande interdite à laquelle on ajoute la différence d’énergie entre l’état d’énergie n=1 
du trou de la bande de valence et l’état d’énergie n=1 de l’électron dans la bande de conduction. 
La différence d’énergie est égale à l’équation de l’énergie du puits quantique pour l’électron plus 
l’équation de l’énergie du puits quantique pour le trou ainsi que l’énergie de la bande interdite. 
L’équation finale (eq. 1) de l’énergie minimale nécessaire au photon pour exciter le point 
quantique est égale à : 
  
 
     
     
    
    
  
      
 
     
    
    
  
      
   
 
  
    
 
Avec EBG l’énergie de la bande interdite (bandgap); n les différents niveaux d’énergie dans les 
bandes de conduction ou de valence pour l’électron et le trou, respectivement; me la masse de 
(eq. 1) 
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l’électron; mtrou la masse du trou; d le diamètre du point quantique; e la charge de l’électron; r le 
rayon du point quantique; et ε la constante diélectrique. 
1.2.3. Synthèse des points quantiques 
Puisque la longueur d’onde d’émission des points quantiques (QDs) dépend de leur taille, 
une bonne compréhension des mécanismes de croissance des QDs est importante pour obtenir 
les nanocristaux les mieux adaptés à l’application en vue. Nous verrons dans cette partie les étapes 
de la synthèse de nanocristaux et quels sont les paramètres, à chaque étape, qui peuvent affecter 
les propriétés optiques et électroniques des nanocristaux. 
1.2.3.1. Étapes de la synthèse organométallique 
La nucléation est l’étape pendant laquelle les précurseurs sont partiellement consommés 
pour former de nombreux germes de cristaux, qui sont approximativement de la même taille. La 
nucléation nécessite une forte concentration initiale en précurseurs, qui sont des sels de métaux 
entrant dans la composition des nanocristaux, certains exemples sont donnés dans le Tableau 1.1. 
Si lors de la formation aléatoire de germes, ceux-ci atteignent des tailles supérieures à une certaine 
taille critique de rayon R*, ceux-ci seront suffisamment stables énergétiquement pour croître, alors 
que les germes plus petits se redissoudront spontanément pour diminuer l’énergie libre de Gibbs 
du système.23 Au bout d’un certain temps, la concentration en précurseurs devient insuffisante, 
elle passe un seuil limite en dessous duquel la nucléation s’arrête.24 Ceci est important afin de 
maintenir les étapes de nucléation et de croissance séparées. En étudiant la réaction de nucléation 
de QDs à l’aide de spectroscopie UV et de résonance magnétique nucléaire (RMN), il a été 
montré que lors de la synthèse de QDs de CdSe à partir des précurseurs de séléniure de 
trioctylphosphine (TOPSe), ce serait en réalité les impuretés secondaires qui réagiraient avec les 
sels de cadmium. En l’absence d’impuretés la réaction ne conduit pas à la production de QDs. Il 
est possible d’obtenir des rendements quasi quantitatifs de QDs que lorsque le TOPSe est 
remplacé par une quantité stœchiométrique de chalcogénure de phosphine secondaire comme le 
séléniure de diphénylphosphine.25 
Après la nucléation vient le processus de croissance cristalline, c'est-à-dire l'augmentation 
en taille des germes pour conduire aux cristaux. Elle est caractérisée par l'empilement à la surface 
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du cristal de nouvelles molécules de précurseur qui se logent dans les espaces énergétiquement 
favorables du réseau cristallin. La structure cristalline du point quantique est illustrée Figure 1.4.  
Il a été observé que pendant l’étape de croissance des nanocristaux, les cristaux ont 
tendance à réduire leur écart de tailles. Pour expliquer la diminution de cet écart de tailles, Peng et 
















R étant le rayon du cristal sphérique, t le temps de la réaction, D le coefficient de diffusion des 
précurseurs de cadmium ou sélénium dans le solvant à la température de croissance, L est la 
longueur de la couche de la limite de diffusion des précurseurs autour du nanocristal, R* le rayon 
critique au-delà duquel les cristaux sont stables. L’équation (eq. 2) proposée par Peng assume que 
la réaction est sous le contrôle de la vitesse de diffusion des précurseurs.  
En règle générale, pour qu’un point quantique croisse, il doit y avoir simultanément apport 
de précurseurs et réaction des précurseurs avec le germe ou cristal croissant. Les deux principes, 
celui de la diffusion des précurseurs et celui de la réaction des précurseurs, jouent un rôle dans la 
croissance des nanocristaux. Deux cas de figure apparaissent alors, un contrôle de la phase de 
croissance au niveau de la diffusion des précurseurs de cadmium ou de sélénium dans le solvant 
chaud et un contrôle au niveau de la vitesse de réaction. La viscosité du solvant et la longueur des 
ligands qui permettent de dissoudre les précurseurs vont être les facteurs déterminant le niveau de 
contrôle venant de la diffusion. En ce qui a trait au contrôle au niveau de la réaction, les forces 
des liaisons entre le cadmium et le ligand servant à le dissoudre jouent un rôle primordial. Plus ces 
liaisons sont fortes, plus l’énergie d’activation des réactions sera élevée. Par exemple, la nucléation 
et la croissance se font plus lentement lorsque l’oxyde de cadmium est dissout en présence d’acide 
phosphonique que dans le cas où un acide gras, comme l’acide oléique, est utilisé dans le mélange 
de solvants (TOP, TOPO, alkyamines). Cette observation est en corrélation directe avec la force 
de l’interaction entre le cadmium et les deux ligands d’acide phosphonique. Dans ce cas, rompre le 
lien fort entre le cadmium et l’acide phosphonique est l’étape limitante de la nucléation et de la 
croissance des points quantiques.27 Dans le cas de la synthèse de QDs de CdSe, le choix d’un 
ligand contenant un thiol n’est pas bon, car la force de liaison entre le cadmium et le thiol est trop 
forte et l’utilisation de thiols inhibe le processus de nucléation.27 C’est pour cela que les ligands 
possédant des thiols ne sont pas utilisés pour dissoudre le cadmium pendant la synthèse, car ils 
(eq. 2) 
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ont une interaction trop forte avec le cadmium et l’énergie d’activation serait trop élevée. Le 
complexe cadmium-ligand doit être moins stable que le séléniure de cadmium, pour que la 
réaction se poursuive. Toutefois, dans le cas de la synthèse de QDs de CdTe, le groupe de Weller 
a montré que l’on pouvait obtenir des QDs dont la surface résiste à l’oxydation par l’air, en les 
synthétisant en milieu aqueux et en présence de groupes thiols tels que le mercaptoéthanol ou le 
thioglycérol, qui sont utilisés comme surfactant et comme ligand de surface.28 Cela serait plus une 
question de compatibilité dans l’alignement des potentiels redox entre les germes et les ligands qui 
expliquerait pourquoi la réaction marche pour le CdTe mais pas pour le CdSe en présence de 
molécules thiolées.  
Lorsque l’étape de croissance des nanocristaux est contrôlée au niveau de l’apport par 
diffusion des précurseurs, les grands cristaux croissent lentement, alors que les petits croissent 
plus rapidement. Il est alors possible pour la taille des petits cristaux de rattraper celle des plus 
grands. L’écart en taille se réduit et la distribution de taille devient plus étroite, on parle de 
« focusing ». Reiss et coll. ont démontré que l’écart type de la distribution de taille σR tend à se 
réduire lorsque la croissance est soumise à un contrôle au niveau de la diffusion des précurseurs.29 
En revanche, le taux de croissance contrôlé au niveau de la réaction des précurseurs est 
indépendant du rayon du nanocristal, donc seulement la largeur relative de la distribution tend à 
diminuer, et non pas l’écart type σR. Ainsi, le contrôle sur la diffusion permet de réduire la 
distribution de taille plus efficacement que le contrôle sur la réaction.24  
Pour étudier l’effet de la limite de la réaction sur la vitesse de croissance et la distribution 
de taille, au cours de l’étape de croissance des nanocristaux, il faut pouvoir déterminer l’ordre de la 
réaction, tout en prenant en compte l’aire de surface où s’effectue la réaction, et noter que celle-ci 
ne reste pas constante au cours de la croissance. Talapin a étudié le processus de contrôle de la 
réaction au niveau de la surface des nanocristaux. Il a montré que pour un nanocristal plus grand 
que R*, le taux de croissance positif dR/dt n’est pas très sensible à la taille du nanocristal lorsqu’il 
y a contrôle au niveau de la réaction.30 Son modèle est actuellement le plus poussé et détaillé au 
sujet de la croissance des nanocristaux. Il a procédé à de nombreuses simulations de Monte-Carlo 
pour prédire les vitesses de croissances radiales des nanocristaux en fonction de leurs tailles.30  
Une autre façon d’étudier les étapes de nucléation et de croissance et surtout le passage de 
l’un à l’autre est de suivre la réaction dans un microréacteur et d’utiliser un gradient de 
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température. Cette méthode permet de séparer l’étape de la nucléation de celle de la croissance 
afin d’améliorer la qualité des QDs.31 
Enfin, lorsque le précurseur est totalement épuisé, la taille moyenne des nanocristaux 
augmente lors du processus de maturation d’Ostwald, ou croissance compétitive, pendant laquelle 
les cristaux les plus larges continuent de croître aux dépens des plus petits. Proche de l’équilibre, 
le rayon moyen des nanocristaux est proche du rayon limite R*. Seuls les cristaux dont le rayon est 
supérieur au R*, ont un taux de croissance positif. Les cristaux dont le rayon est inférieur au R* 
rétrécissent puis disparaissent, ce qui conduit à l’élargissement de la distribution de tailles des 
nanocristaux.26 Le système cherche à réduire le nombre de cristaux dont le rayon est inférieur au 
R*, car ils sont énergétiquement défavorables.32 D’après le principe de conservation de la masse, la 
relation de Gibbs-Thomson prédit que pendant la maturation d’Ostwald, la concentration en 
précurseurs va décroître de façon exponentielle, pendant que le rayon moyen des nanocristaux 
augmente et que la masse totale de la phase solide tend vers un maximum.32  
En raison du principe de conservation de la masse, la distribution de taille finale ne 
dépend ni de la concentration initiale en précurseurs, ni de la quantité initiale en germes, ni de la 
température de croissance, malgré le fait que ces facteurs vont affecter la rapidité avec laquelle la 
distribution de taille va évoluer vers son état final.32 Toutefois, indépendamment du mécanisme 
contrôlant la croissance, le taux de croissance d’un nanocristal est proportionnel à son aire de 
surface et à la concentration en précurseurs. 
Tout comme pour la phase de croissance, on peut parler d’une maturation qui est 
contrôlée soit par la réaction, soit par la diffusion. Dans le cas de la maturation limitée par la 
réaction, le rayon moyen augmente avec la racine carrée du temps. Dans le cas de maturation 
limitée par la diffusion, le rayon moyen augmente avec la racine cubique du temps.32  
Comme nous connaissons les impacts du contrôle de la réaction et du contrôle de la 
diffusion sur la vitesse de croissance et la distribution de taille finale lors du processus de 
maturation d’Ostwald, il devrait être possible de déterminer expérimentalement si la synthèse des 
nanocristaux par voie organométallique est contrôlée au niveau de la réaction ou au niveau de la 
diffusion des précurseurs.  
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Figure 1.4. Image de microscopie électronique à transmission (TEM) issue de nos données 
montrant la distribution de tailles quasi uniforme des points quantiques de CdSe/CdZnS.  
(Haut centre et droite) TEM à haute résolution des QDs de CdSe/CdZnS où l’on peut observer le 
réseau cristallin interne visible sur plusieurs QDs. Les rayures couvrent la surface entière des 
nanocristaux ce qui est indicatif d’une croissance épitaxiale. (Bas) Le microscope également 
pourvu d’un dispositif de spectroscopie d'énergie dispersive (EDS) d’EDAX permettant 
d’analyser quantitativement la composition en éléments chimiques selon leurs états électroniques 
(CdLa, CdLb…) des points observés. Outre le cuivre qui correspond à la grille de TEM, nous 




1.2.3.2. Types de synthèses 
En fonction de la nature du solvant utilisé pour la synthèse des nanocristaux, deux voies 
synthétiques existent : celle en phase aqueuse et celle en phase organique. La première en phase 
aqueuse s’effectue à des températures modérées, limitées par le point d’ébullition du solvant 
(100 °C). Comme les températures ne sont pas élevées, des défauts de surface peuvent apparaître, 
qui peuvent affecter le rendement quantique du nanocristal. À cause du très fort ratio de surface-
au-volume des nanocristaux, les défauts de surface des nanocristaux peuvent jouer un rôle 
d’accepteurs d’énergie et conduire à la recombinaison de type non-radiative donc à une réduction 
du rendement quantique.33 De plus, les températures modérées augmentent la durée de la synthèse 
qui peut durer quelques jours suivant la taille des nanocristaux voulue. La distribution de tailles 
des points quantiques est aussi moins bien contrôlée donc les bandes d’émission de 
photoluminescence obtenues sont larges. Pour réduire la largeur de la bande d’émission, il est 
possible de précipiter sélectivement les particules plus grosses en ajoutant des petites quantités de 
non-solvants, les particules plus petites restent en solution et sont précipitées par la suite par une 
plus grande quantité de non-solvant, avant d’être de nouveau suspendues dans un bon solvant.34 
La méthode de synthèse aqueuse présente toutefois certains avantages, surtout au niveau 
environnemental, car elle ne nécessite pas de solvant organique néfaste pour l’environnement. Les 
réactifs chimiques sont aussi moins onéreux par rapport à la synthèse en milieu organique. De 
plus, les points quantiques sont également déjà suspendus en milieu aqueux et peuvent être 
directement utilisés après leur purification dans des milieux biologiques. Les nanocristaux ainsi 
formés sont moins vulnérables aux pertes d’intensité de luminescence lors du changement de 
ligands de surface. Cette réduction au niveau du rendement quantique est causée en général par 
l’oxydation des atomes de surface des nanocristaux.35  
La croissance des nanocristaux est plus rapide en phase organique qu’en phase aqueuse, en 
partie grâce aux températures élevées et à la plus forte réactivité des précurseurs. Les nanocristaux 
générés sont de meilleures qualités, avec moins de défauts de surface, grâce à l’énergie thermique 
élevée qui facilite le bon positionnement des précurseurs dans les lieux énergétiquement 
favorables. 
La décomposition des précurseurs dans un solvant coordonné à haute température est la 
méthode la plus souvent utilisée pour préparer des nanocristaux de haute qualité. Cette technique 
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a été initiée par le groupe de Bawendi en 1993,36 qui a synthétisé des nanocristaux de séléniure de 
cadmium (CdSe), sulfure de cadmium (CdS) et tellure de cadmium (CdTe) en injectant 
successivement et rapidement du diméthyle cadmium dans de la triooctylphosphine (TOP), et la 
solution de TOP avec le chalcogène correspondant (Se, S ou Te) dans de l’oxyde de 
trioctylphosphine (TOPO) à haute température (200-300 °C). Le TOPO joue le rôle de solvant 
coordonnant, qui permet d’éviter la coagulation entre les précurseurs lors de la formation des 
nanocristaux. La coagulation intervient principalement lorsque des petites particules qui n’ont pas 
de revêtement de surface entrent en contact et fusionnent les unes avec les autres afin de 
minimiser la surface disponible, ce qui est plus énergétiquement favorable.24 Les ligands, comme 
le TOPO, facilitent également la croissance homogène des cristaux et maintiennent l’écart de 
tailles étroit. Ils participent à la passivation de la surface des nanocristaux, qui correspond à 
l’action de rendre la surface passive à l’effet des facteurs environnementaux comme l’air ou l’eau 
qui pourraient oxyder les métaux à la surface des nanocristaux. La passivation permet également 
de combler les défauts cristallins de la surface qui agissent comme accepteurs d’énergie et 
réduisent le rendement quantique. Dans le tableau 1.1, nous avons référencé quelques exemples 
de synthèses selon la composition finale en listant les précurseurs chimiques utilisés, et le solvant 
dans lequel s’effectue la réaction. 
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Tableau 1.1. Exemples de modes de synthèse de nanocristaux de type cœur, cœur-coquille ou 
cœur-double coquille pouvant être exécutés en phase aqueuse ou organique.  
























Thioglycérol 50% 39 
CdSe or CdTe 
Diméthyle cadmium 
(Me2Cd); Séléniure de 
trioctylphosphine 
(TOPSe) 
TOPO TOPO 10% 36 
CdSe or CdTe 
Oxyde de cadmium 
(CdO) + TDPA → 
Cd(TDPA)2; 
Poudre de Se ou Te 
TOPO; HPA TOPO 20% 40 














TOPO 80% 42 
CdTeSe/CdZnS 




TOP et acide 
oléique 
50% 43 
CdSe = séléniure de cadmium; CdTe = tellure de cadmium; HgTe = tellure de mercure; HPA = 
acide héxylphosphonique; H2Se = séléniure d’hydrogène; H2Te = tellure d’hydrogène; NaOH = 
hydroxyde de sodium; ODA = octadécylamine; ODE = octadécène; QY = rendement quantique; 
SA = acide stéarique; TDPA = acide tétradécylphosphonique; TOP = trioctylphosphine; TOPO 
= oxyde de trioctylphosphine; ZnS = sulfure de zinc; ZnSe = séléniure de zinc. 
1.2.4. Alternatives aux points quantiques à base de cadmium 
De nombreux groupes ont développé des synthèses de nanocristaux sans utiliser de 
cadmium. En effet, plusieurs études ont montré que les QDs perdaient leur stabilité dans le milieu 
cellulaire, en particulier les QDs non-protégés par une coquille permettant de passiver leurs 
surfaces. Avec la déstabilisation de ces QDs (CdSe, CdTe), du cadmium sous forme ionique se 
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retrouve à l’intérieur de la cellule et causer de la toxicité.44 Les propriétés optiques des 
nanocristaux sans cadmium rivalisent parfois très bien avec leurs équivalents à base de cadmium. 
Pour citer quelques exemples, le groupe de Bawendi a publié en 2006 un article sur des QDs à 
base d’arséniure d’indium dans une coquille de séléniure de zinc. Ces nanocristaux émettent dans 
le proche infrarouge tout en restant très petits <2 nm.45 Un autre groupe a préparé des 
nanocristaux de manganèse, dopés au séléniure de zinc. Ces nanocristaux ont une bande 
d'émission étroite dans la partie rouge du visible avec un rendement quantique de 40 %. Ils restent 
petits avec des diamètres de 7-8 nm en comptant le ligand de surface et sont très stables, même 
sous illumination constante pendant plusieurs jours.46  
Bien évidemment, la taille est primordiale lorsque l'on étudie les phénomènes en biologie 
cellulaire à l’aide de nanoparticules. Par exemple lorsque les nanocristaux sont utilisés comme 
marqueurs biologiques il est important de limiter leurs tailles, tout en prenant l’avantage d’une 
émission dans le proche infrarouge, car celle-ci est moins absorbée par les tissus biologiques. 
L’émission de luminescence dans le proche infrarouge est plus adaptée aux études in vivo 
permettant de sonder les tissus biologiques en profondeur.10 Garder des tailles petites pour les 
QDs permet d’augmenter leur vitesse de diffusion. Or lorsque l'on veut synthétiser des 
nanocristaux émettant dans le proche infrarouge pour des utilisations in vivo, on obtient des 
nanocristaux beaucoup plus larges que les nanocristaux émettant dans le visible. Ce problème peut 
être remédié en changeant la composition du cristal. Par exemple, le groupe de Pang a développé 
des nanocristaux à base de séléniure d'argent émettant dans le proche infrarouge tout en restant 
très petits (1,5-2,4 nm) par rapport à leurs équivalents à base de cadmium.47 Ceci en fait des outils 
très intéressant pour des utilisations in vivo étant donné la taille inférieure à la limite de filtration 
glomérulaire de 6 nm.48 Des QDs plus petits que la limite de filtration glomérulaire, sont plus 
facilement éliminés de la circulation sanguine, ce qui permet de réduire des risques de toxicité à 
long terme causé par l’accumulation des nanocristaux dans certains organes. 
L’engouement dans les applications du carbone sous forme de graphène ou de nanotubes 
à également conduit au développement de marqueurs luminescents, à base de carbone, les C-dots.49 
Ils offrent les mêmes avantages que les QDs classiques, c’est-à-dire une émission luminescente 
dépendante de la taille des nanocristaux, une bonne résistance au photoblanchiment et une 
surface carbonylée facilement fonctionnalisable, le tout sans le risque de toxicité venant de la 
composition chimique ou le risque dû à la rareté des matériaux utilisés. Les nanocristaux ainsi 
 17 
obtenus, par ablation laser, combustion ou synthèse électrochimique, sont de petites tailles 
avoisinant les 2-4 nm. Leurs propriétés optiques ne sont toutefois pas aussi bonnes que celles des 
points quantiques traditionnels. Ils émettent dans la partie visible du spectre sans pouvoir 
atteindre la partie de l’infrarouge proche. Leurs rendements quantiques sont faibles, inférieurs à 6-
7 % pour la plupart, de même leurs bandes d’émission sont souvent plus larges avec des largeurs à 
mi-hauteur proches de 100 nm et asymétriques.50  
Il existe également des nanoparticules appelées Cornell dots (C dots) qui sont composées 
de silice, qui est un matériel inerte, stable et biocompatible. Il est possible de faire croître les 
Cornell dots de quelques dizaines de nanomètres à plusieurs microns en diamètre en variant les 
concentrations en catalystes et en précurseurs.51 Des fluorophores organiques peuvent être 
facilement réticulés aux précurseurs de silice qui réagissent ensemble pour former le cœur de la 
nanoparticule. Une coquille de silice pure peut être alors ajoutée pour protéger le fluorophore 
organique de l’environnement. Il a été rapporté qu’en encapsulant des fluorophore dans les 
nanoparticules de silice, les propriétés optiques en sont améliorées.52  
1.2.5. Structure cœur-coquille 
Pour donner aux nanocristaux une stabilité en milieu aqueux et permettre leurs 
applications en biologie, il est nécessaire de modifier les éléments de surface hydrophobes 
provenant de la synthèse organométallique, avec des molécules qui vont offrir une stabilité en 
milieu aqueux.  Les groupements comme le TOPO sont remplacés par une molécule à base de 
thiol qui forme une liaison covalente avec les atomes de surface du QD. Le rendement quantique 
des nanocristaux peut décroître significativement durant le transfert de phase à cause de 
l’oxydation et de la dégradation de la surface exposée et la formation d’oxydes de métaux (par 
exemple CdO).53 Le relargage des métaux par la surface des nanocristaux s’appelle la lixiviation. Il 
a été montré que les oxydes de métaux lourds relâchés, comme le cadmium, sont en partie 
responsables de l’effet toxique sur les cellules des premières générations de nanocristaux.44, 54-56 En 
phase aqueuse, il y a aussi la possibilité de recombinaison non radiative de l’énergie de l’électron 
excité avec les molécules environnantes, ce qui diminue le rendement quantique de 
photoluminescence. 
Une des stratégies proposées pour réduire l’oxydation des métaux compris dans le 
nanocristal est l’addition d’une coquille inorganique, que l’on fait croître autour du nanocristal de 
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séléniure de cadmium en une étape supplémentaire.57 Cette coquille, faite de matériau semi-
conducteur, possède une bande interdite plus grande que la composition du cœur du nanocristal. 
Hines, Guyot-Sionnest58 et Dabbousi et coll.59 ont été les premiers à ajouter une coquille de ZnS 
sur des cœurs de CdSe par croissance épitaxiale. Le sulfure de zinc (ZnS) est un bon choix, car la 
longueur de la liaison Zn‒S est similaire à celle de la liaison Cd‒Se, ce qui permet de réduire les 
contraintes à la bordure entre les deux réseaux cristallins. Il est aussi possible d’introduire 
plusieurs couches de différents matériaux autour du cœur, on parle alors de structures cœur-
double coquilles.42, 60 Une illustration de la structure cœur-coquille est présentée à la Figure 1.5. 
 
Figure 1.5. Structure cœur-coquille d’un nanocrystal semi-conducteur de CdSe/ZnS ayant de 
l’oxyde de trioctylphosphine à la surface pour le stabiliser en milieu organique. 
Contrairement aux nanocristaux de CdSe, les structures cœur-coquille de CdSe/ZnS 
démontrent une stabilité de photoluminescence améliorée en milieu aqueux et un rendement 
quantique qui peut être supérieur à 80%. Le rendement quantique est le rapport entre le nombre 
de photons émis par les QDs sur le nombre de photons absorbés, il correspond à l’efficacité 
relative de la fluorescence par rapport aux autres voies de recombinaison non-radiatives. 
L’influence de la coquille sur les propriétés optiques des points quantiques a été étudiée en 
détail.61-64 Le sulfure de zinc est également chimiquement inerte et apporte de la stabilité contre 
l’oxydation permettant ainsi de réduire l’apparition de composés néfastes pour le milieu 
biologique. Des couches additionnelles de silice, de polymères ou de biomolécules organiques 
peuvent aussi améliorer la stabilité, la biocompatibilité ou la bioconjugaison des points 
quantiques.65 
 19 
Des variations dans la synthèse organométallique des nanocristaux ont permis d’améliorer 
considérablement leurs propriétés optiques et de faire évoluer la gamme de longueurs d’onde 
d’émission. Tout d’abord, Peng et Peng ont modifié le précurseur de cadmium, car le diméthyle 
cadmium est très délicat à manipuler sous atmosphère inerte. Il est pyrophorique, explosif à 
température élevée et libère des gaz hautement toxiques d’oxyde de métaux. Peng et Peng ont 
opté pour l’oxyde de cadmium qui est beaucoup plus stable, tout en conférant aux QDs des 
propriétés optiques égales ou supérieures.23, 40, 66, 67  
Le rendement quantique de la photoluminescence est affecté par différents facteurs tels 
que la température de croissance, le solvant de réaction, le ligand utilisé pour dissoudre le 
cadmium et le ratio de cadmium à sélénium. À partir de l’oxyde de cadmium, plusieurs sels de 
cadmium ont été formés en chauffant l’oxyde de cadmium avec des acides gras comme l’acide 
stéarique,42, 67 des phosphates40, 43 ou des amines.43 Des études de spectroscopie infrarouge avec 
transformée de Fourier (FT-IR) ont montré que les QDs sont recouverts par le ligand utilisé pour 
dissoudre l’oxyde de cadmium (CdO) et non pas celui utilisé pour dissoudre le sélénium ou 
tellurium.27 Il y a également une différence quant à la structure des ligands de surface, par exemple 
pour une même longueur de chaine C18, l’acide oléique (acide cis-octadéc-9-énoïque) et l’acide 
élaïdique (acide trans-octadéc-9-énoïque) sont de meilleurs ligands que l’octadécylamine ou l’acide 
stéarique (acide octadécanoïque), car ils offrent une meilleure protection contre l’oxydation et la 
perte d’intensité d’émission de photoluminescence. Il a été suggéré que cette meilleure protection 
était issue de l’aspect « amorphe » de la couche de protection, provenant de la double liaison qui 
créé un coude dans la chaîne et la rend plus encombrante, ce qui lui donne des propriétés fluides 
et rend la couche moins perméable à l’oxygène. Les acides gras saturés forment des chaînes 
linéaires qui peuvent s’entasser plus densément formant une couche de ligand rigide et cristalline 
pouvant laisser passer l’oxygène.27 
Pour obtenir des points quantiques de bonne qualité, il est important de bien comprendre 
comment les étapes de nucléation et de croissance sont affectées par les conditions 
expérimentales. Il existe beaucoup de travaux relatant l’effet des paramètres individuels au cours 
de la synthèse, afin de déterminer les conditions optimales pour améliorer les propriétés optiques 
des nanocristaux.67, 68 
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1.2.6. Propriétés physicochimiques 
1.2.6.1. Spectre d’absorption 
Comme nous l’avons vu ci-dessus, l’énergie sous forme de photons peut être absorbée par 
les électrons de la couche de valence des points quantiques. Les points quantiques qui nous 
intéressent ont des énergies de bande interdite aux alentours de l’électronvolt (1 eV), ce qui 
correspond à des énergies de photons ayant des longueurs d’onde dans la partie ultraviolette (λ = 
400-200 nm : 3,10 à 6,20 eV) et visible du spectre (λ = 750-400 nm : 1,65 à 3,10 eV). Pour être 
absorbée, l’énergie des photons doit être supérieure ou égale à l’énergie de la bande interdite.  
Le schéma de Jablonski (Figure 1.6) résume cette différence d’énergie que l’on peut 
mesurer par le spectre d’absorbance.  
 
Figure 1.6. Diagramme de bande d’énergie décrivant le processus d’excitation et de relaxation des 
électrons.  
Échelle de temps de l’absorption : t ~10-13 s; de la relaxation vibrationnelle non radiative : t ~10-12 
s; de la luminescence : t ~10-9 s. 
 
La présence d’absorbance de la solution en fonction de la longueur de la lumière incidente 
peut être présentée sous forme de spectre (Figure 1.7). Pour les points quantiques, la région de 
longueurs d’onde pouvant être absorbée est large et elle s’étend des longueurs d’onde plus 
énergétiques jusqu’au pic d’absorbance du premier exciton qui est proche de la valeur énergétique 
de la bande interdite.  
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Figure 1.7. Spectre d’absorption UV-Vis (noir) et de photoluminescence (rouge) des QD550 et 
QD640 synthétisés dans notre laboratoire.  
Pour les deux exemples de QDs, les bandes d’émission sont très étroites avec une largeur à mi-
hauteur proche de 30 nm. 
 
Le spectre d’absorbance des points quantiques permet d’estimer la concentration en 
points quantiques de la solution en utilisant l’équation empirique déterminée par Yu et coll.69 Ils 
ont montré que le coefficient d’extinction par mole de nanocristaux au premier exciton dépend de 
la taille des nanocristaux à la longueur d’onde correspondante. Les résultats de leurs recherches 
ont mené à des formules empiriques permettant de déterminer les coefficients d’extinction 
molaires et la taille des nanocristaux à partir de la mesure de la longueur d’onde du pic du premier 
exciton.69 
Pour les QDs de CdSe : 
                                                                    
avec λ en nm.  
Du diamètre estimé, on peut obtenir le coefficient d’extinction molaire ε. 
Pour les QDs de CdSe : 




 ε en L/(cm × mol) à la valeur de la longueur d’onde du premier pic exciton. Le coefficient 
d’extinction molaire est directement proportionnel à la section efficace d’absorption (cross-section) 
par le facteur à 2303 divisé par le nombre d’Avogadro. La section efficace d’absorption est 
dépendante de la taille et varie avec la longueur d’onde.70 
 
1.2.6.2. Spectre d’émission 
Le spectre d’émission des points quantiques est symétrique et très étroit avec une largeur à 
mi-hauteur pouvant aller de quelques dizaines de nanomètres à une centaine de nanomètres en 
fonction de la composition des nanocristaux et de la qualité de l’échantillon (voir Figures 1.3 et 
1.6). Pour les QDs à base de CdSe, la largeur à mi-hauteur est de ~30 nm. Pour un échantillon de 
distribution de tailles large, il est possible de réduire la largeur à mi-hauteur du pic d’émission par 
précipitations successives en ajoutant des quantités croissantes de non-solvant et par 
centrifugation pour éliminer la fraction des nanocristaux plus larges.36 Selon la composition et la 
taille du nanocristal, le pic d’émission peut se situer dans la région bleue du visible jusqu’à la 
région proche infrarouge (700-1200 nm).  
1.2.7. Comparaison avec d’autres types de sondes 
En terme de durée de vie de fluorescence, soit le temps moyen pendant lequel la molécule 
ou le cristal reste dans l’état excité avant sa relaxation radiative, les points quantiques ont en 
moyenne une durée de vie de fluorescence plus longue (10-100 ns)71 en fonction de leur 
composition, que celle des fluorophores organiques (de 1-100 ns pour la plupart). Les points 
quantiques sont intéressants car leurs coefficients d'absorption sont supérieurs à ceux des 
colorants organiques utilisés aujourd'hui et ils ont une bien meilleure résistance au phénomène de 
photoblanchiment par rapport aux fluorophores organiques ou aux protéines fluorescentes.72 Le 
photoblanchiment est une réaction photochimique d’une molécule excitée avec l’oxygène du 
milieu souvent sous forme de radicaux libres, ce qui va empêcher son retour à un état excitable. À 
chaque excitation, une proportion des molécules excitables est photoblanchie. Le nombre de 
fluorophores décroit exponentiellement jusqu’à extinction de la fluorescence. Les points 
quantiques sont peu sensibles au phénomène de photoblanchiment, ils peuvent donc servir 
comme marqueurs luminescents pour des utilisations sur des longues durées. 
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Figure 1.8. Spectres d’absorption et de fluorescence de la rhodamine B (gauche) et la protéine 
fluorescente verte (GFP) (droite). 
 
Les points quantiques absorbent sur une plage large de longueurs d’ondes et ont un pic 
d’émission très étroit, ceci les démarque des autres composés fluorescents qui ont une plage 
d’absorption plus étroite et un pic d’émission similaire au profil de longueurs d’ondes 
d’absorption (voir Figure 1.8). Leurs profils d’absorption/émission en font de bons outils pour 
des applications de transfert d’énergie de fluorescence par résonance (FRET) avec des 
fluorophores organiques, car les QDs peuvent être excités par un faisceau de longueurs d’onde 
éloignées de la longueur d’onde d’excitation du fluorophore. La construction inverse, c’est-à-dire 
l’utilisation de fluorophores organiques pour exciter des QDs, a été tentée, mais en vain, car non 
seulement le faisceau utilisé pour exciter les fluorophores organiques excite également les QDs, 
mais en plus, la durée de vie de fluorescence des fluorophores est très courte comparativement à 
la durée de vie de fluorescence des QDs, ce qui est incompatible pour le transfert d'énergie. En 
effet, Clapp et coll. n’ont pas observé de FRET en utilisant l’AlexaFluor 488 ou le Cy3 pour 
exciter des QDs.73 Toutefois, les lanthanides (par exemple ions Terbium ou Europium), ont des 
durées de vie de fluorescence très longues (0,1 à 1 ms) comparativement aux QDs ou aux 
protéines fluorescentes (voir Tableau 1.2). Ils peuvent servir de donneurs d’énergie lorsque 
couplés aux QDs. En excitant  le couple lanthanide/QD, les deux types de particules vont 
absorber l’énergie, mais étant donnée la durée de vie plus courte des QDs, ceux-ci se seront 
relaxés avant l’émission des lanthanides qui pourra être absorbée par les QDs. La source 
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lumineuse d’excitation sous forme de flash doit s’éteindre suffisamment rapidement (1 µs) pour 
ne pas exciter directement les QDs.74  
Dans le tableau suivant, nous donnons les traits généraux des QDs par rapport aux fluorophores 
organiques et aux protéines fluorescentes. 
 
Tableau 1.2. Comparaison des propriétés physiques des QDs, des fluorophores organiques et des 
protéines fluorescentes.75 
Propriétés 





Taille (nm) 2 à 10 <1  3 à 4 
Spectre d’émission 460-650 nm 380-800 nm 440-650 nm 
Largeur à mi-
hauteur du pic 
d’émission (nm) 
~30 Large ~35 
Fenêtre 
d’absorption (nm) 
Large Étroite Étroite 
Stokes shift Long Court Court 
Rendement 
quantique 





(plusieurs millions à 
400 nm) 
Faible à élevé Faible76 
Durée de vie de 
fluorescence (s) 
10-8 à 10-7 10-9 à 10-8 10-9 
1.2.8. Modifications de surface 
Nous avons vu que la méthode la plus employée pour la synthèse des nanocristaux 
luminescents est la synthèse en phase organique qui produit des nanocristaux dispersés dans un 
solvant organique. Pour des utilisations biologiques, les QDs doivent être sous leur forme 
dispersée en phase aqueuse. Pour répondre à ce problème, de nombreuses stratégies ont été 
élaborées. La plus simple est l’échange des molécules de surface hydrophobes par des molécules 
hydrophiles possédant un ou plusieurs thiols. Les thiols ont la particularité d’avoir une forte 
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affinité pour la surface des QDs. Ces molécules peuvent être très simples comme l’acide 
mercaptopropionique (MPA) que nous avons utilisé à de nombreuses reprises.77-79 Elles apportent 
une charge ce qui est essentiel pour maintenir les QDs suspendus en phase aqueuse en vertu de 
l’effet de répulsion électrostatique entre les ligands. D’autres molécules, comme l’acide 
dihydrolipoïque (DHLA), possèdent deux thiols, leur attachement à la surface des QDs est donc 
plus forte et ces ligands se désorbent plus difficilement. Le DHLA apporte un autre avantage, car 
l’acide lipoïque est connu pour ses propriétés anti-inflammatoires et de capture des radicaux 
libres. Il peut donc offrir une protection à l’effet néfaste de certaines nanoparticules/nanocristaux. 
La force de l’interaction des ligands bidentés a été utilisée également pour lier des polymères à la 
surface des nanocristaux.80 Certains groupes ont étudié par le principe de désorption-ionisation 
LDI-MS (Laser Desorption Ionization-Mass Spectrometry), le nombre de ligands attachés à la surface 
des nanoparticules selon leurs tailles et le nombre de thiols par ligand.81 La stabilité des 
monocouches de ligands à la surface de QDs a été quantifiée en identifiant les ligands qui se 
désorbent de la surface des QDs en conditions intracellulaires. Les ligands monothiolés se sont 
détachés préférentiellement par rapport aux ligands bidentés. Plus la taille des nanocristaux est 
grande, plus la monocouche de ligands de surface est instable.81 Leurs résultats suggèrent 
l’importance de bien choisir la taille des nanocristaux afin de réduire les problèmes d’instabilité, 
ainsi que la nature des ligands si l’on veut effectuer des applications in vivo. L’instabilité des 
nanocristaux pouvant induire de la cytotoxicité à long terme.  
Plus récemment, des ligands multidentés polymériques ont été utilisés à cause de leur très 
grande stabilité contre la désorption. La multitude des points d’ancrage permet de maintenir le 
polymère proche de la surface de la nanoparticule.82, 83 Comme les réactions 
d’adsorption/désorption sont en équilibre, après un certain temps les thiols défaits peuvent se 
rattacher facilement dès que les conditions redeviennent favorables.  
Une autre stratégie pour la fonctionnalisation des nanocristaux est leur encapsulation dans 
des copolymères blocs. Cette méthode a pour avantage de ne pas modifier l’interaction des ligands 
de surface provenant de la synthèse avec la surface métallique du nanocristal, il en résulte de 
meilleures performances optiques des nanocristaux.84 L’inconvénient d’utiliser des copolymères 
blocs est la taille résultante des nanocristaux qui devient très larges, ce qui limite leurs applications 
biologiques. 
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L’addition de protéines sur la surface des nanocristaux se fait par plusieurs moyens. Il est 
possible d’utiliser les interactions électrostatiques pour attacher les protéines qui ont de fortes 
densités de charges.85 Il est aussi possible de former une liaison covalente entre la protéine et le 
ligand de surface de la nanoparticule. Ou encore d’effectuer la conjugaison en deux temps, tout 
d’abord en attachant un cofacteur à la protéine puis par ajout de la protéine d’intérêt.86 L’avantage 
de cette méthode est l’absence de modification chimique de la protéine. Toutefois, la protéine est 
liée à son cofacteur ce qui peut cacher certaines séquences utiles à sa fonction. Une autre façon 
encore, est de modifier la surface de la nanoparticule avec une protéine par la liaison directe de la 
protéine grâce à une liaison thiol, provenant d’une cystéine qui serait accessible en surface de la 
protéine. D’autres stratégies existent également, elles sont présentées dans l’article de revue de 
Medintz et coll.87 
Il existe plusieurs stratégies afin d’effectuer des liaisons covalentes entre la surface des 
nanoparticules et les protéines. Celle que l’on retrouve le plus dans la littérature est la formation 
de la liaison amide entre une amine primaire et un acide carboxylique. L’acide carboxylique est 
préalablement activé avec de l’EDC (hydrochlorure d’éthyl-3-(3-diméthylaminopropyle) 
carbodiimide) ou des esters sulfo-NHS (N-hydroxysulfosuccinimide).88, 89 La limitation de cette 
réaction est la présence d’un grand nombre d’amines primaires dans les protéines venant soit de 
l’acide aminé en position N-terminale, soit de groupements de chaînes latérales d’acides aminés 
(lysine ou arginine). L’étude de la séquence de la protéine et de son repliement est nécessaire si 
l’on décide d’effectuer l’amidation.85 Il n’est donc pas facile de contrôler l’orientation de la 
protéine sur la surface de la nanoparticule. Il peut être utile de contrôler l’orientation de la 
protéine à la surface de la nanoparticule, si la protéine joue une fonction de reconnaissance, 
comme un anticorps, ou possède un site catalytique qui doit être accessible.   
Une autre technique de liaison covalente utilise des maléïmides fonctionnalisés à la surface 
de la nanoparticule qui réagissent avec les thiols libres de la protéine.89 Des groupements comme 
le sulfo-SMCC (sulfosuccinimidyl trans-4-[maléimidométhyle]cyclohéxane-1-carboxylate) 
possèdent deux groupements fonctionnels, un ester de succinimidyle qui peut réagir avec une 
amine primaire à la surface des QDs et un maléimide qui peut réagir avec un thiol libre. Pour la 
fonctionnalisation des QDs avec des anticorps, une des stratégies consiste à réduire les dithiols 
qui relient les deux fragments de l’anticorps avec du dithiothréitol ou du 2-mercaptoéthylamine. 
La réduction de l’anticorps et sa conjugaison par les thiols libres permettent de contrôler 
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l’orientation des fragments d’anticorps, en maintenant le site de liaison orienté vers l’extérieur de 
la nanoparticule.89 Il est également possible de mettre à contribution des réactifs ayant de fortes 
affinités les uns pour les autres afin de fonctionnaliser les nanoparticules. L’exemple le plus 
commun est l’interaction très forte et spécifique entre la biotine et la streptavidine qui a une 
constante de dissociation de Kd = 10
-14 M, ce qui est presque équivalent à une liaison covalente. 
L’avantage de cette méthode est qu’il existe une grande librairie de protéines que l’on peut obtenir 
déjà conjuguées à de la biotine, il suffit alors de préparer les nanoparticules couvertes de 
streptavidine.85 Ces mêmes nanoparticules peuvent alors être facilement fonctionnalisées avec des 
protéines obtenues commercialement.  
Une autre possibilité est d’employer l’affinité entre le DHLA et une séquence de six 
histidines (His6-tag) qui peut être clonée facilement et directement dans la séquence de la protéine 
d’intérêt, à l’une des extrémités.90 L’avantage de ce tag est qu’il permet de contrôler l’orientation 
de la protéine d’intérêt en choisissant le lieu où est situé le His6-tag. Le plus souvent ce tag est 
placé aux extrémités évitant alors d’interférer avec le site actif de la protéine ou un des sites de 
liaison de la protéine. Le tag d’histidines peut également directement se lier à certains atomes : 
Medintz et coll. ont montré qu’il pouvait se lier directement aux atomes de zinc à la surface des 
nanocristaux.91 
Du point de vue atomique, la surface des nanoparticules ne peut pas être considérée 
comme parfaitement sphérique. En effet, la surface n’est pas uniforme à cause des rainures, des 
sommets et des arêtes du réseau cristallin. De plus, les multiples ligands se trouvant à la surface 
apportent également des groupements chimiques pouvant interagir avec les protéines du milieu. 
Chaque ligand de surface a une affinité différente pour différentes protéines du milieu. La 
structure de la protéine, qui arrive à proximité de la surface de la nanoparticule, peut être 
influencée par la nature chimique du ligand à la surface de la nanoparticule, de la taille de la 
nanoparticule, de la composition de la nanoparticule et du ratio protéines/nanoparticules. Les 
charges de surface peuvent causer la dénaturation de la protéine, à travers des effets 
électrostatiques et/ou hydrophobes.92 
Comme nous l’avons mentionné, la structure et la fonction des protéines attachées aux 
nanoparticules peuvent être modifiées par conjugaison ou par des interactions entre charges ou 
entre zones hydrophobes. Il peut être important, lorsque des protéines sont exposées à des 
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nanoparticules, de vérifier l’état de la structure de la protéine et si possible mesurer son activité.93 
Il existe plusieurs méthodes pour vérifier l’intégrité des protéines, comme par exemple la 
spectroscopie aux rayons X. Toutefois, cette méthode nécessite un échantillon très pur de la 
protéine sous forme de cristal, ce qui est difficile à obtenir lorsque la protéine est conjuguée à des 
nanoparticules. Par résonance magnétique nucléaire, il faut de grandes quantités de protéines, ce 
qui n’est pas viable à cause du prix.  
Il est préférable d’étudier la stabilité des protéines par des techniques spectroscopiques, 
comme le dichroïsme circulaire, ou par absorbance UV à 280 nm ou encore la stabilité des 
protéines peut être mise en évidence par des essais colorimétriques, comme le réactif de Bradford. 
Il existe également des sondes comme la Thioflavine-T (λex. = 440 nm; λem. = 480 nm) qui 
n’émettent de la fluorescence que lorsque la molécule est intercalée dans les feuillets-β des fibrilles 
de protéines.94 En suivant l’intensité de fluorescence de la Thioflavine-T, il est possible de 
déterminer si les nanoparticules déclenchent la fibrillation de protéines.95 
Le dichroïsme circulaire est communément utilisé pour analyser la conformation de 
biomolécules comme les protéines ou les acides nucléiques. Il mesure les différences dans 
l’absorption de lumière polarisée circulaire (souvent dans l’UV) par des espèces optiquement 
actives. Pour les protéines, il est possible d’étudier les changements dans leur structure secondaire 
en mesurant les changements dans le profil d’absorption autour de l’UV lointain (<250 nm). Ceci 
est particulièrement intéressant lorsque l’on veut montrer qu’il y a un changement de 
conformation entre la protéine native et celle qui a été exposée à des nanoparticules.96 L’avantage 
de cette technique est qu’il est possible de faire l’analyse dans des conditions physiologiques, ce 
qui rend l’analyse plus pertinente, mais il est nécessaire toutefois de retirer les espèces qui 
absorbent dans l’UV, par exemple il peut être nécessaire de dégazer l’oxygène, qui absorbe dans 
l’UV.  
Nous allons présenter maintenant les interactions qu’il peut y avoir entre les 
nanoparticules et les protéines présentes dans le milieu biologique. 
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1.3. Interactions entre les nanoparticules et les protéines 
Nous avons vu précédemment qu’il est souvent utile de fonctionnaliser les nanoparticules 
avec des protéines de façon covalente.93 De plus, les protéines du milieu peuvent s’adsorber 
spontanément à la surface des nanoparticules étant donnée la surface disponible par unité de 
poids qui augmente exponentiellement lorsque la taille de la nanoparticule décroît.92, 97 Dans 
certains cas, on parle du processus d’opsonisation, où des molécules s’adsorbent spécifiquement, 
comme les immunoglobulines G (IgG), ou non, à la surface des nanoparticules pour ensuite les 
diriger vers les cellules du système phagocytaire mononuclées.98 Cette adsorption peut s’expliquer, 
soit par l’abondance des protéines dans le sérum qui conduit à ce que les protéines entrent en 
contact avec les nanoparticules, ou par affinité entre certaines protéines du sérum et la surface de 
la nanoparticule. L’étude de l'adsorption des protéines du sérum est pertinente, étant donné le 
mode d’administration par voie intraveineuse de la plupart des nanothérapies. Pour évoquer 
l’ensemble des protéines adsorbées sur la surface des nanoparticules, on parle de couronnes de 
protéines (protein corona). Celle-ci peut être composée de plusieurs sous-couches selon la force de 
l’interaction entre les protéines et la surface (« hard and soft corona »).99 Comme les protéines jouent 
un rôle prépondérant soit dans la fonctionnalisation volontaire des nanoparticules ou dans 
l’interaction « non contrôlée » lors de l’introduction des nanoparticules dans le milieu biologique, 
de nombreux chercheurs se sont intéressés aux relations entre les nanoparticules et les 
protéines.100-107 La protéine qui est souvent citée en exemple pour les interactions avec les 
nanoparticules est l’albumine de sérum bovin (BSA), ou son équivalente humaine, qui représente 
la protéine la plus abondante dans le plasma sanguin.108 Les forces électrostatiques semblent jouer 
un rôle prépondérant pour attirer la BSA à la surface des nanocristaux. Des auteurs ont montré 
par dichroïsme circulaire que l’interaction entraînait un changement de conformation de la 
protéine conduisant à l’exposition des segments hydrophobes.108 La force d’interaction entre la 
surface des nanocristaux et la BSA semble également dépendre du nombre d’amines primaires du 
ligand de surface, suggérant la présence de ponts hydrogènes ou de forces de Van der Waals entre 
les ligands de surface et les protéines. Une description des forces gouvernant les interactions à 
l’interface entre les nanomatériaux et les systèmes biologiques peut être trouvée dans l’article de 
revue de Nel et coll.92 
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Bien que l’albumine soit une protéine majoritaire dans la composition du sérum, elle n’est 
pas la seule et il peut être nécessaire et intéressant d’étudier la composition exacte de la couronne 
de protéines formée autour des nanoparticules. De plus, l’identité des protéines de surface peut 
évoluer selon les caractéristiques des nanoparticules telles que la taille, la forme, la charge, la 
densité et la nature des ligands, mais aussi en fonction du changement d’environnement de la 
nanoparticule.102 Les protéines adsorbées à la surface des nanoparticules qui composent la 
couronne ont été identifiées et quantifiées en utilisant entre autres : la spectrométrie de masse, 
l’électrophorèse sur gel, la centrifugation à sédimentation différentielle, le Western blot et la 
protéomique.101, 102, 109 Récemment, Walkey et coll. ont publié un article recensant la composition 
en protéines de la couronne et reliant cette composition avec les propriétés synthétiques des 
nanoparticules testées.99 Il a été ainsi possible de créer un « absorbosome » qui serait un registre 
des protéines plasmatiques qui composent la couronne autour des nanoparticules. Ils ont mis en 
évidence que les protéines les plus abondantes du plasma ne sont pas celles qui sont les plus 
abondantes à la surface des nanoparticules.99, 103 Grâce à une approche semblable aux techniques 
bio-informatiques, Walkey et coll. ont utilisé le contenu unique en protéines de la surface des 
nanoparticules, qu’ils comparent à des « empreintes digitales » pour prédire comment ces 
nanoparticules vont s’associer avec les cellules. Pour tester ces associations, ils ont développé une 
bibliothèque de 105 différentes nanoparticules variant en tailles (3 tailles différentes) et en ligands 
de surface (67 ligands différents), représentant la plupart des ligands utilisés dans les 
nanosciences.110 Ils démontrent qu’en connaissant le contenu de la couronne de protéines 
entourant la particule, ils sont capables de prédire le mode d’association avec la cellule de façon 
plus précise par rapport aux modèles se basant sur l’étude de la taille ou de l’état d’agrégation des 
nanoparticules. 
Toutes les propriétés physicochimiques vont jouer un rôle plus ou moins important dans les 
interactions avec les protéines environnantes. Lundqvist et coll. ont montré que la taille des 
nanoparticules et la chimie de leur surface influencent le plus la composition de la couronne de 
protéines, indépendamment de la composition chimique de la nanoparticule.103 Ils ont également 
étudié l'évolution de la composition en protéines de la couronne à la surface des nanoparticules de 
copolymères lorsqu’elles passent du plasma au compartiment cytosolique.104 En changeant la 
composition du milieu, ils ont observé que la composition en protéines de la couronne changeait, 
même parmi les protéines de la couronne « dure » qui sont fortement attachés à la surface. Il y a 
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un équilibre de la concentration des protéines à la surface des nanoparticules selon les conditions 
de l’environnement. La composition des protéines de surface permettrait d’étudier le 
cheminement de la nanoparticule dans les compartiments biologiques. 
L’identité synthétique de la nanoparticule est transformée et la cellule est plutôt confrontée à la 
couronne de protéines couvrant la surface des nanoparticules. On parle d'identité biologique de la 
nanoparticule. C'est celle-ci qui va dicter la réponse physiologique des cellules, c’est-à-dire, la 
signalisation cellulaire, la cinétique et le transport des nanoparticules, leur accumulation dans les 
cellules ainsi que leur toxicité. L’identité biologique peut également évoluer au cours du temps et 
en fonction du lieu où se trouve la nanoparticule. Lorsque la nanoparticule passe de la circulation 
sanguine à d’autres compartiments physiologiques, comme le cytoplasme d’une cellule, son 
identité biologique peut être modifiée.104, 111 Par exemple lorsque les nanoparticules de silice sont 
exposées d’abord aux protéines du plasma puis au fluide du cytosol de cellules HeLa, la 
composition de la couronne de protéines change, les apolipoprotéines A-I qui constituaient la 
protéine la plus abondante ne se retrouvent plus dans la couronne mais sont remplacées par des 
protéines uniques au cytosol.104  
Le PEG (poly(éthylène glycol)) est souvent utilisé comme ligand de surface pour sa très 
grande solubilité et car il permet de décroître significativement l’interaction avec le milieu 
cellulaire, toutefois, certaines protéines peuvent s’y adsorber. La quantité et l’identité des protéines 
dépendent des propriétés intrinsèques du ligand de surface, comme sa densité ainsi que de la 
longueur de sa chaîne et les charges présentes aux extrémités.109 Dans cette étude, les auteurs ont 
utilisé un PEG bifonctionnel avec un thiol à une extrémité et un groupe methoxy inerte. 
Il est possible aussi pour certains ligands de surface de dénaturer les protéines qui sont à 
leurs proximités, exposant alors de nouveaux épitopes, ou pouvant changer la fonction de la 
protéine.95, 102 La surface des nanoparticules peut se comporter alors comme un catalyseur pour 
l'association de protéines en dimères, oligomères ou en fibrilles plus longues. En effet, pour 
plusieurs types de protéines, la présence de nanoparticules dans le milieu peut conduire à leur 
déstabilisation et la formation de longues fibrilles qui peuvent avoir un effet délétère sur 
l’organisme. Ces fibrilles peuvent jouer des rôles importants dans plusieurs pathologies, incluant la 
maladie d’Alzheimer, la maladie de Creutzfeld-Jacob ou encore l’amyloïdose reliée à la dialyse.95 
Linse et coll. ont étudié l’implication des nanoparticules dans la nucléation des fibrilles de β2-
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microglobuline humaine.95 D’autres groupes ont également montré l’influence des nanoparticules 
dans l’accélération de l’agrégation protéinique, en utilisant des QDs fonctionnalisés avec de l’α-
synucléine comme centres de nucléation permettant d’accélérer l’agrégation amyloïde de l’α-
synucléine, même à de très faibles concentrations en QD (≤ 5 nM).112 La Thioflavine-T a été 
utilisée pour la détection des fibrilles naissantes en s’intercalant dans les feuillets-β des agrégats 
naissants, ce qui lui donne ses propriétés fluorescentes. La Thioflavine-T détecte la formation des 
structures amyloïdes in vitro. La luminescence des QDs a été utilisée pour confirmer leur 
incorporation dans les fibrilles d’α-synucléine à l’aide de la colocalisation des deux signaux 
fluorescents observée par microscopie de fluorescence.112 
Le processus d’opsonisation est un des principaux obstacles à la délivrance contrôlée de 
médicaments ou de nanoparticules, car elle cache les ligands de surface utilisés pour leur ciblage 
actif.113 Toutefois, comme il est très difficile d’éviter l’adsorption non spécifique de protéines à la 
surface des nanoparticules, des chercheurs se tournent maintenant vers de nouvelles stratégies 
pour cibler les nanoparticules vers les cellules d’intérêt. Comme les interactions entre les protéines 
et la surface des nanoparticules sont très complexes et mettent en jeux de nombreuses liaisons 
faibles, il est très difficile de prédire les propriétés de la couche de protéines qui va se former 
autour des nanoparticules à partir des informations physicochimiques de la couche de surface. 
Initialement, on estimait que la liaison entre la biomolécule attachée à la surface des 
nanoparticules et son récepteur prédominerait sur la multitude des liaisons faibles avec les 
biomolécules de l’environnement. L’impact de la couronne de protéines a été sous-estimé tant au 
niveau des nanomatériaux qu’elle recouvre ainsi qu’au niveau du changement de la biodistribution 
des nanomatériaux recouverts.109 On comprend maintenant qu'une cellule ne « voit » pas la 
nanoparticule telle qu’elle a pu être caractérisée dans l’eau.107 De plus en plus, on évoque la 
pertinence de caractériser les nanomatériaux dans le milieu qui sera utilisé lors de leurs 
applications.  
Plusieurs groupes cherchent maintenant à exploiter les propriétés uniques des couronnes 
de protéines en prenant en compte la formation de la couronne dans la conception de la 
nanoparticule. Dans un cas, l'agrégation des protéines à la surface des nanoparticules a été utilisée 
pour piéger des médicaments à la surface.106 Un autre exemple d’exploitation des protéines à la 
surface pour le ciblage vers un type cellulaire particulier est celui présenté par Prapainop et coll.114 
dans lequel les auteurs utilisent un ligand de surface des QDs qui induit une dénaturation au 
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niveau des protéines de la couronne. Les protéines ainsi dénaturées peuvent être reconnues par les 
cellules ciblées et l’association des nanoparticules avec les protéines peut être internalisée par 
endocytose médiée par les récepteurs.114 Il est aussi possible de découvrir de nouvelles cibles 
thérapeutiques en comparant les protéines se liant aux nanoparticules selon que celles-ci sont 
exposées à des tissus sains ou malades.115 Enfin, une initiative a été développée pour bâtir un 
répertoire mettant en relation les propriétés physicochimiques des nanoparticules avec les 
protéines retrouvées à la surface des nanoparticules et avec l’information sur le lieu atteint par les 
nanoparticules (types de cellules et compartiments intracellulaires). Avec ces informations, il peut 
être possible de cibler un lieu en particulier, en reproduisant les caractéristiques de tailles, charges 
et de densité de ligands à la surface du vecteur. Ce type d’approche demanderait un travail 
pharaonique de recensement des protéines présentes à la surface sachant la multitude de facteurs 
pouvant affecter la biodistribution finale, comme les variations de tailles, de ligands de surface, les 
différences de mode d’administration ainsi que des différences intrasujet et si le sujet est sain ou 
malade.99  
Il est évident maintenant que la couronne protéinique autour des nanoparticules influence 
le devenir des nanoparticules dans le milieu biologique. Plusieurs articles ont montré que la 
composition de la couronne protéinique modifie le mode d’internalisation cellulaire.109, 114 Nous 
allons maintenant présenter comment les nanoparticules comme les nanocristaux interagissent 
avec les cellules. 
1.4. Interactions des nanocristaux avec le milieu cellulaire  
Les propriétés physicochimiques déterminent comment la nanoparticule va interagir avec 
les cellules. L’interaction se fait au niveau de la membrane plasmique de la cellule, composée de 
phospholipides, de cholestérol et d’une multitude de protéines membranaires. La taille, la 
distribution de taille, la charge de surface, la nature du ligand de surface ainsi que la concentration 
et la forme de la nanoparticule vont jouer sur l’interaction entre les nanoparticules et les cellules. 
Nous discuterons comment les paramètres physicochimiques des nanoparticules influencent les 
modes d’internalisation des nanoparticules ainsi que le devenir des nanoparticules dans la cellule. 
Nous évoquerons les outils utilisés pour l’analyse du mode d’internalisation emprunté par les 
nanoparticules. 
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La cellule dispose de plusieurs modes d’internalisation, suivant le type cellulaire et la 
nature de ce qui est à internaliser. Pour des nutriments comme l’eau, des gaz comme le gaz 
carbonique ou l’oxygène, l’échange se fait de manière passive par diffusion à travers la membrane. 
Pour des molécules plus grandes, des sels ou des particules solides, la cellule fait appel à des 
modes d’entrée spécifiques ou non par des processus actifs, nécessitant une dépense d’énergie. 
1.4.1. Internalisation 
1.4.1.1. Diffusion passive 
La membrane plasmique est semi-perméable et laisse passer les petites molécules 
hydrophobes et ionisées qui diffusent librement selon leur gradient de concentration.  Ces petites 
molécules sont utilisées comme nutriments ou agents de communication intercellulaires. Toutes 
les cellules ont une charge de surface globale négative avec des zones à plus fortes densités de 
charges. La membrane des cellules est composée de phospholipides qui sont des molécules 
amphiphiles. Du fait de l’attraction électrostatique, les particules positivement chargées sont plus 
attirées à la surface des cellules que les nanoparticules à charge négative. Les particules 
positivement chargées sont particulièrement délétères pour les membranes plasmiques, car elles 
peuvent induire leur lyse.116 Certaines particules peuvent entrer dans les cellules par pénétration 
passive à travers la membrane.117, 118 Dans l'article de Goodman et coll., les auteurs ont étudié 
l'effet de nanoparticules chargées négativement ou positivement sur la lyse de vésicules plus ou 
moins chargées négativement par leur composition variée en phosphatidylsérine ou 
phosphatidylcholine.119 Les particules positivement chargées ont causé la lyse des vésicules 
négativement chargées. Pour les vésicules neutres, les particules négatives se sont montrées plus 
efficaces dans le relargage des molécules fluorescentes contenues dans les vésicules. La 
cytotoxicité observée était en adéquation avec les observations de la lyse membranaire de 
vésicules.  
1.4.1.2. Internalisation active 
Les ions, les acides aminés ainsi que les plus grosses molécules hydrophiles ou les 
nanoparticules sont internalisés par des mécanismes de transport actif à travers des canaux 
ioniques, des pompes transmembranaires ou des vésicules formées par l’invagination de segments 
de la membrane plasmique, respectivement. L’endocytose permet l'internalisation dans l'espace 
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intracellulaire de cargaisons provenant de l'extérieur. Les nanoparticules peuvent interagir avec les 
membranes cellulaires et être transportées dans les cellules de différents types comme les cellules 
endothéliales, pulmonaires, macrophages ou neuronales par différents modes. En effet, plusieurs 
sous-types d'endocytose existent selon les molécules impliquées dans la formation des vésicules. 
Nous en présenterons maintenant les plus importants. Les principales voies d’internalisation 




Figure 1.9. Schéma des mécanismes d’endocytose et de transport intracellulaire.  
Les nanoparticules (en vert) et les autres substances internalisées par endocytose sont 
compartimentalisées dans les endosomes précoces (EE), les phagosomes ou les macropinosomes 
(MP). Les vésicules, contenant des particules, qui sont destinées à être dégradées, deviennent des 
corps multivésiculaires/endosomes tardifs (MVB) qui fusionnent avec les lysosomes (Lys). 
Alternativement, les nanoparticules peuvent être transportées vers la surface cellulaire, soit 
directement depuis les endosomes précoces (EE), soit à travers les endosomes de recyclage (RE). 
Le pH décroît graduellement depuis la surface cellulaire jusqu’aux lysosomes, où il est de 4,0-5,5. 
Les lysosomes contiennent des protéases ainsi que d’autres enzymes qui dégradent la plupart des 
substances biologiques. Figure réimprimée de Iversen et coll.,120 avec la permission d’Elsevier.  
 
1.4.1.2.1. Internalisation médiée par la clathrine 
La membrane plasmique forme des invaginations de 100 à 200 nm par déformation 
élastique. L'invagination va dépendre de la taille de la nanoparticule qui va être internalisée. Celle-
ci doit être supérieure à une taille critique, car pour une particule trop petite, l’enrobage de la 
nanoparticule requerrait trop d’énergie pour déformer la membrane plasmique, ce qui n’est pas 
viable énergétiquement. L'endocytose n'est déclenchée que si le niveau d'énergie nécessaire à 
l'internalisation est suffisamment bas, donc la particule suffisamment grande (optimale à 50 
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nm).121 La formation des vésicules est régulée par de la clathrine et des protéines d'échafaudage 
comme l'AP-2 et l'eps15.122  
1.4.1.2.2. Internalisations indépendantes de la clathrine  
Il existe plusieurs mécanismes d’internalisation indépendants de la clathrine. Dans l’article 
de Howes, quatre modes sont présentés, qui sont regroupés en deux groupes, selon leur 
dépendance au réseau de dynamine.123 Il y les endocytoses régulées, soit par la cavéoline 
(Cav1/Cav3), soit par RhoA qui sont toutes les deux dépendantes de la dynamine pour 
l’invagination. Les deux forment des vésicules d’internalisation de 50-80 nm pour la cavéoline et 
de 50-60 nm pour l’endocytose régulée par RhoA. La cargaison transportée par les vésicules 
formées par la cavéoline contient des radeaux lipidiques et les vésicules formées par le RhoA 
peuvent transporter des récepteurs pour l’interleukine-2. Les deux autres modes d’internalisation 
indépendants du réseau de dynamine sont régulés par les protéines Arf6 ou par les protéines Arf1 
et Cdc42. L’endocytose par les protéines Arf6 se fait par de longues invaginations tubulaires qui 
peuvent être associées à des molécules de classe I du complexe majeur d'histocompatibilité. 
L’autre mode fait appel à des transporteurs indépendants de la clathrine qui sont régulés par les 
protéines Arf1 et Cdc42 et forment des vésicules annulaires de 100 à 200 nm. Dans ces vésicules, 
on retrouve également des protéines ancrées aux glycosylphosphatidyl inositols (GPI-AP) de la 
membrane.   
1.4.1.2.3. Internalisation médiée par la cavéoline 
La membrane plasmique forme des invaginations de 50 à 80 nm. La taille des vésicules 
couvertes de cavéoline restreint l'accès aux particules plus grandes. Les vésicules sont composées 
de cholestérol, de sphingolipides et de cavéolines, il peut également y avoir des récepteurs. Pour 
les cellules endothéliales, c'est le mode d'entrée principal des nanoparticules dans les cellules.124 Ce 
mode d’internalisation participe à l'internalisation spécifique de nanoparticules chargées 
positivement et peut conduire à de la cytotoxicité par des dommages aux mitochondries.125 
1.4.1.2.4. Internalisation médiée par des récepteurs 
Ce type d’endocytose est spécifique au ligand devant être internalisé. Selon le récepteur qui 
sert à la reconnaissance, l’endocytose médiée par des récepteurs fait appel à plusieurs types de 
modes d’internalisation et non pas uniquement par la clathrine. Le ligand se lie spécifiquement au 
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récepteur qui est internalisé lorsque la membrane s'invagine dans la cellule. Par la suite, le 
récepteur se recycle vers la membrane après avoir libéré son ligand dans la cellule. Les récepteurs 
se trouvent regroupés sur des plages de membrane et les cellules ont besoin d’une densité critique 
de récepteurs à la surface afin de déclencher l’internalisation. L'endocytose médiée par récepteurs 
peut également participer à l'internalisation de nanoparticules non-fonctionnalisées, grâce à 
l'adsorption non spécifique de protéines du sérum à la surface des nanoparticules qui sont 
reconnues par les récepteurs.121 Par exemple, Chithrani et coll. ont montré que l'entrée de 
nanoparticules couvertes de citrate était plus importante en quantité que l'entrée des 
nanoparticules fonctionnalisées avec de la transferrine alors que la cellule possède des récepteurs 
pour la transferrine.121 La raison invoquée est le plus grand nombre de récepteurs reconnaissant 
les protéines adsorbées non spécifiquement à la surface des particules couvertes de citrate par 
rapport aux deux récepteurs pouvant reconnaître spécifiquement la transferrine. La transferrine 
est également un marqueur de l'endocytose médiée par la clathrine. Comme nous l’avons vu dans 
la partie 2, de nombreuses protéines du sérum peuvent s’adsorber plus ou moins fortement à la 
surface des nanoparticules.101-103, 126, 127  
1.4.1.2.5. Radeaux lipidiques 
Les radeaux lipidiques sont des zones localisées de la membrane plasmique qui 
contiennent du cholestérol, des sphingolipides et des cavéolines, mais pas de clathrine. Ils peuvent 
servir à regrouper certains récepteurs membranaires, adaptateurs ou régulateurs qui s'assemblent 
avant d’être invaginés dans la membrane. Les invaginations de radeaux lipidiques vont de 50 à 
80 nm de diamètre.  
1.4.1.2.6. Macropinocytose 
C'est un mode d'entrée non spécifique, qui est reconnaissable au plissage de la membrane 
plasmique (« membrane ruffling »), contrôlé par le réseau d'actines. Les vésicules formées font de 200 
à 5000 nm. La cellule absorbe par gouttelettes le liquide extracellulaire. Ce mode a été observé 
pour l’internalisation de nanoparticules couvertes de ligands positivement chargés.128 
1.4.1.2.7. Phagocytose 
Il s’agit d’un mode d’entrée de particules très grandes. Elle est réservée aux cellules du 
nettoyage comme les monocytes, macrophages ou neutrophiles. L’internalisation par phagocytose 
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est non-spécifique, elle permet l'absorption de résidus cellulaires ou de corps étrangers comme de 
particules solides larges (>500 nm). Elle est régulée par la p38 (voie de la MAPK) qui est activée 
en réponse à un stress, comme l’exposition des cellules à des cytokines, aux rayons UV, ou à un 
choc thermique ou osmotique.129 
1.4.1.2.8. Internalisation médiée par filaments d’actine ou de dynamine 
Le dynamisme de la membrane plasmique provient des réseaux d’actines et de dynamines. 
Ces filaments peuvent servir aux déplacements de la cellule ainsi qu’à la plasticité de sa membrane. 
C’est par la polymérisation des filaments d’actines ou de dynamines que se s’internalisent la 
plupart des vésicules provenant de la membrane plasmique. Selon le mode d’endocytose, les 
réseaux d’actines ou de dynamines seront mis à contribution.130  
1.4.2. Effet des propriétés des nanomatériaux sur l'internalisation 
1.4.2.1. Charge de surface 
Bien que l'interaction entre les nanoparticules négativement chargées et la surface 
membranaire soit défavorable à leur internalisation, les nanoparticules négativement chargées 
peuvent toutefois être internalisées. Cependant, les nanoparticules négatives démontrent un 
rythme plus faible d'endocytose et utilisent moins l'endocytose médiée par la clathrine. Les 
nanoparticules positives peuvent être internalisées rapidement par l'endocytose médiée par la 
clathrine.128 
1.4.2.2. Taille et forme 
La vitesse d'internalisation dépend de la taille des particules, en partie à cause du temps 
nécessaire à leur enrobage par la membrane plasmique.131 Gao et coll. ont déterminé que 
thermodynamiquement les particules de 55 nm ont le temps d'enrobage le plus court donc ces 
nanoparticules s'accumulent le plus rapidement dans la cellule. Les nanoparticules plus petites ont 
une internalisation plus lente. Elles doivent s'agglomérer à proximité de la membrane, afin de 
réduire suffisamment l'énergie libre requise pour que la membrane s'enrobe autour des agrégats de 
petites particules. Des agrégats de 6 nanoparticules de 14 nm de diamètre sont internalisés à la 
même vitesse qu’une particule de 50 nm.121 Pour l’internalisation spécifique médiée par des 
récepteurs membranaires, Jiang et coll. ont étudié l'effet de la taille et la forme de nanoparticules 
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d'or sur le processus d'internalisation dans des cellules de lignée cancéreuse humaine HeLa.132 Les 
nanoparticules sphériques de 25-50 nm de diamètre, fonctionnalisées avec de l’herceptine, entrent 
le plus facilement. L’herceptine est un anticorps monoclonal recombinant reconnaissant le 
domaine extracellulaire des récepteurs HER2 des cellules cancéreuses. Ils ont expliqué cette 
observation par le fait que l'espacement entre les récepteurs reconnaissant l'herceptine concorde 
avec la courbure de la surface des nanoparticules d'or. Ceci permet un meilleur enrobage de la 
nanoparticule par la membrane. L'effet de la forme des nanoparticules d'or a également été 
analysé. Les nanobâtonnets (« nanorods ») plus longs sont moins internalisés par rapport aux 
nanobâtonnets plus courts pour un même revêtement de surface. Les nanoparticules sphériques 
de mêmes tailles étaient plus facilement internalisées que les nanobâtonnets, sûrement car le 
temps d'enrobage des nanobâtonnets est plus long.133  
Comme les nanoparticules sont rarement de taille unique et que leurs tailles sont 
distribuées autour d’une moyenne, il est possible qu'un même type de nanoparticule puisse 
employer plusieurs modes d'entrée, simultanément. La taille va également déterminer la densité de 
ligands de surface qui à son tour peut affecter le mode d’entrée. Plus les nanoparticules sont 
petites, plus la courbure est forte et plus il est possible de mettre de ligands proches les uns des 
autres. Plus la particule est grande, plus sa surface peut être considérée comme plane et plus les 
ligands doivent être espacés pour éviter que les groupements encombrants ne se gênent. À partir 
de 60 nm la surface peut être considérée comme plane à l'échelle de la molécule de PEG-thiol.134  
La géométrie des nanoparticules et la façon dont la nanoparticule s'oriente par rapport à la 
surface de la cellule jouent un rôle important dans le choix du mode d'internalisation cellulaire. 
Herd et coll. ont montré que les géométries différentes de nanoparticules avaient des profils 
d'internalisation très différents, ce qui pouvait être causé par l'orientation des nanoparticules 
lorsqu'elles interagissent avec la membrane cellulaire.135 De plus, ils ont observé que les signaux 
cellulaires qui sont émis lors de l'interaction des nanoparticules avec la cellule varient selon les 
géométries, mais également entre les types cellulaires et même d'un phénotype à l'autre. Les 
auteurs ont utilisé 3 types de géométries différentes : des sphères, des cylindres et des formes 
ondulées (vers). Ils ont trouvé que la géométrie jouait un rôle sur le choix du mécanisme 
d'internalisation et pouvait être une façon de diriger les nanoparticules vers des organelles 
spécifiques. Par exemple, des nanobâtonnets entrent jusqu'à des compartiments proches du noyau 
alors que les nanoparticules sphériques de même diamètre restent plus diffusées dans le cytosol.136  
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1.4.2.3. Ligands de surface 
Hoshino et coll. ont montré l'importance des ligands de surface au niveau de la 
cytotoxicité des nanomatériaux.137 Les auteurs ont suggéré que les propriétés cytotoxiques des 
QDs n'étaient pas reliées aux matériaux formant le cœur des QDs mais aux molécules couvrant la 
surface des QDs. Pour cela, ils ont utilisé 5 types de ligands de surface avec des charges de surface 
variant du positif (cystéamine, CA) au négatif (acide mercaptoundécanoïque, MUA), en passant 
par le neutre (thioglycérol) et des mélanges de thioglycérol avec de la cystéamine ou du MUA 
pour des densités de charges de surface intermédiaires. Ils ont étudié la luminescence de chaque 
type de nanocristal en fonction de son ligand de surface en milieu biologique et ont observé 
qu’elle est variable. Les QD-MUA émettent avec la plus forte intensité. Les QD-CA ont une 
luminescence nettement moins intense. Les auteurs ont également mesuré les diamètres et les 
potentiels zêta des 5 types de QDs en milieu biologique. Bien que les QD-amines aient un 
diamètre hydrodynamique plus grand par rapport aux autres, ils sont les seuls à rester stables dans 
des conditions acides. Les ligands thioglycérols apportent une stabilité accrue et une meilleure 
dispersion des QDs dans les conditions hypertoniques. Les QDs négativement chargés ont 
démontré une légère toxicité, qui pourrait être causée par la perte du revêtement de surface des 
QDs. Les auteurs suggèrent que les conditions acides et oxydantes des endosomes/lysosomes en 
maturation pourraient causer le détachement des liaisons thiols de la surface des QDs. De plus la 
luminescence a été perdue, soit à cause de l'oxydation des structures de surface, soit par 
l'adsorption de facteurs intracellulaires qui pourraient éteindre la luminescence.65 Seuls les QDs 
négativement chargés ont démontré une tendance à causer des dommages à l'ADN, ce qui a été 
constaté par l’essai COMET. Mais ces dommages ont été réparés après 12 h. Les auteurs ont 
souligné l'importance de la purification des QDs de leurs résidus de synthèse avant une 
application sur des cellules vivantes. Les impuretés isolées, comme le MUA ou le TOPO, causent 
une forte toxicité. De plus le mode endocytique est différent entre les nanoparticules modifiées et 
celles qui sont non modifiées.128 Par exemple, la perte des ligands de surface peut affecter la 
stabilité des nanoparticules, ce qui peut se traduire par l’agglomération des nanoparticules, donc 
un décalage de la distribution de tailles et ainsi influencer le mode d'entrée.  
Verma et coll. ont montré que la disposition striée des ligands de surface conduisait à une 
distribution différente des nanoparticules par rapport à une disposition aléatoire des ligands à la 
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surface de nanoparticules d'or de 6 nm.138 La disposition striée permet une alternance entre zones 
hydrophiles et hydrophobes ce qui améliore la pénétration dans les couches amphiphiles de la 
membrane plasmique des cellules. 
L'utilisation du PEG permet d'éviter la phagocytose des nanoparticules par le système des 
phagocytes mononucléaires en partie grâce à l'encombrement stérique qui permet la dispersion 
nanoparticulaire et l'effet de camouflage des propriétés de surface, c’est-à-dire les charges ou les 
ligands spécifiques à des récepteurs.139  
1.4.2.4. Diffusion et sédimentation 
Cho et coll. ont étudié l'effet de la diffusion et de la vitesse de sédimentation sur leur 
mode d'internalisation de nanoparticules d'or dispersées en milieu cellulaire.140 Ils ont cultivé des 
cellules sur une lamelle de microscope qu’ils ont ensuite suspendue à l'envers au-dessus du milieu 
cellulaire contenant les nanoparticules. Ainsi les cellules ne sont pas exposées aux nanoparticules 
qui sédimentent. Après avoir comparé les vitesses de sédimentation et de diffusion des 
nanoparticules d’or de différentes tailles et formes (sphères, cages, bâtonnets) avec ou sans PEG, 
les auteurs ont découvert que l'internalisation de nanoparticules d'or était en fait indépendante de 
la taille, de la forme, de la densité, du revêtement de surface ou de la concentration initiale en 
nanoparticules. C’est l’accumulation des nanoparticules sédimentées à la surface des cellules qui 
est responsable de leur internalisation plus rapide. La concentration plus élevée en nanoparticules 
à la surface des cellules, mais également la force gravitationnelle fait que les cellules au fond du 
puits internalisent plus les nanoparticules par rapport aux cellules suspendues au-dessus du milieu 
de culture. De plus, la différence d'internalisation entre les deux configurations était plus marquée 
pour des nanoparticules qui sédimentent plus vite.  
1.4.3. Inhibiteurs de modes d'internalisation 
Il existe des inhibiteurs d’internalisation qui peuvent être utilisés pour déterminer le mode 
d’internalisation de nanoparticules. Voici une liste non exhaustive des différents types 
d’inhibiteurs pouvant être utilisés (Tableau 1.3). 
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Tableau 1.3. Liste des inhibiteurs pharmacologiques et les modes d’entrées cellulaires qu’ils 
bloquent. Ces inhibiteurs sont souvent utilisés pour analyser le mode d’entrée de nanoparticules 
dans les cellules. 
Agent d’inhibition Mode bloqué Mécanisme de blocage 
Chlorpromazine120 
Endocytose médiée par la 
clathrine. 
Déplétion de la clathrine membranaire et des 
protéines adaptatrices en les séquestrant dans 









Perturbe les filaments de F-actine et cause la 
dépolymérisation des filaments d'actine. 
Dansylcadaverine143 
Endocytose médiée par la 
clathrine ou des récepteurs 
membranaires. 
Inhibe la transglutaminase dans les membranes 
cellulaires. 
Genistein120 
Endocytose médiée par les 
cavéolines. 
Inhibiteur de la tyrosine kinase, bloque le 
recrutement actif des cavéolines. 
Lovastatine144 
Macropinocytose et radeaux 
lipidiques. 
Inhibiteurs de la HMG-CoA réductase, 







Déplétion du cholestérol des membranes. 
Monensin146 
Endocytose indépendante de 
la clathrine ou cavéoline. 
Ionophore qui facilite un échange plus grand 
d'ions sodium. 
Nocodazole147 
Endocytose médiée par 
clathrine et récepteurs 
membranaires. 
Interfère avec la polymérisation des 
microtubules. 
Nystatin120 
Radeaux lipidiques et 
l'endocytose médiée par 
cavéoline. 
Déplétion du cholestérol de la membrane 
plasmique. Augmente la fluidité de la 
membrane. 
PTX148 
Endocytose médiée par 
récepteurs aux protéines Gα. 
Inhibiteur de l'endocytose par protéine Gαi. 
SB-203580149 Phagocytose. 
Inhibiteur spécifique de p38 qui empêche 
l'activation du MAPK et de la HSP27. 




Inhibiteur de plusieurs isoformes de la PI3-
kinase. 
Y-27632150 
Inhibe la formation de fibres 
de stress à base d'actine. 
Inhibe la macropinocytose. 




L’exocytose est le mécanisme par lequel les cellules libèrent des composés à travers sa 
membrane. Chithrani et coll. ont montré que les nanoparticules d'or de différentes tailles et 
formes, dont la surface a été modifiée avec de la transferrine sont internalisées par endocytose 
médiée par la clathrine.151 Ils ont également observé l'exocytose des nanoparticules d'or, qui est 
dépendante de la taille. Les auteurs ont développé un modèle mathématique pour prédire la 
relation entre la taille des particules et le taux d'exocytose. Les particules plus petites semblent 
quitter la cellule par exocytose plus rapidement par rapport aux particules plus larges. Chithrani et 
coll. ont observé que les particules d'or de 14 nm quittent la cellule deux fois plus rapidement que 
des particules de 74 nm. Les particules plus petites (14 nm) sont 5 fois plus exocytées que la 
fraction de particules plus grandes (100 nm). Les auteurs étudient l’effet de la taille des 
nanoparticules d’or telles que préparées. Ils ne mentionnent pas le fait que la taille des 
nanoparticules change dans le milieu cellulaire en grande partie à cause de l’adsorption de 
protéines. Il pourrait être intéressant de mesurer la taille des nanoparticules à la sortie de la cellule, 
ce qui serait plus pertinent à l’étude. 
Ils ont déterminé que la fraction exocytée est dépendante de plusieurs facteurs, comme la 
constante de dissociation du récepteur pour le ligand. Puisque le nombre de complexes récepteur-
ligand est proportionnel à la surface des nanoparticules, le taux d'exocytose est inversement 
proportionnel à la surface des nanoparticules. De plus, la fraction exocytée de nanoparticules 
dépend du nombre de nanoparticules internalisées à un temps donné. La quantité de 
nanoparticules exocytées est négligeable si la concentration en nanoparticules dans le milieu est 
faible. Les nanoparticules qui sont sur le point d'être exocytées par la cellule se trouvent dans des 
compartiments endosomaux proches de la membrane cellulaire.  
1.4.5. Localisation intracellulaire 
1.4.5.1. Endosomes 
Lors de l'internalisation par voie active, les nanoparticules se retrouvent dans des 
compartiments endosomaux, qui sont souvent destinés à être dégradés par fusion avec des 
lysosomes. Les lysosomes contiennent de nombreuses hydrolases ainsi que des pompes à protons 
rendant le pH du compartiment progressivement acide. En échappant aux compartiments 
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endosomaux, la cargaison évite sa destruction et peut atteindre d'autres organelles, telles que le 
noyau ou les mitochondries. Pour l’acheminement d'ARN interférant, il faut que celui-ci évite la 
dégradation par les lysosomes puis transite dans le cytosol afin d’atteindre le noyau.152 Guo et coll. 
ont utilisé un vecteur chargé dont la charge s'inverse avec la réduction du pH. Le vecteur est alors 
capable de s’évader de l’endosome tardif pour aller dans le cytosol.153 L’autre stratégie est l'effet 
d'éponge à proton qui consiste à créer un vecteur sensible au pH qui peut enfler par l’effet de la 
répulsion des charges ce qui cause la déstabilisation des lysosomes, libérant leurs contenus dans le 
cytosol. Toutefois, la rupture des lysosomes peut être néfaste à la cellule, car elle va libérer des 
espèces réactives qui peuvent abîmer la fonctionnalité de la cellule et conduire à de 
l’inflammation.154, 155 
Il est possible d’identifier les compartiments contenant les nanoparticules par 
colocalisation avec des anticorps dirigés contre certaines protéines spécifiques aux organelles (voir 
Tableau 1.4). 
 
Tableau 1.4. Liste de marqueurs de compartiments intracellulaires. 
Localisation Marqueur utilisé Référence 
Cavéoline Cavéoline-1 156 
Clathrine Chaîne lourde de la clathrine 122 
Radeaux lipidiques Toxine du choléra marqué par Alexa Fluor 488 nm 157 
Endosomes précoces Anticorps contre EEA-1 158 
Endosomes tardifs Anticorps contre CD63 158 
Lysosomes Anticorps contre LAMP-1 78 
Gouttelettes lipidiques Bodipy FL 493/503 nm 78, 159 
Mitochondries MitoTracker 490/516 nm 160 
Noyau Hoechst 161 
 
1.4.5.2. Mitochondries 
Il peut être intéressant de cibler des thérapies vers les mitochondries, sachant qu’elles 
jouent un rôle majeur dans la mort cellulaire par apoptose. Des thérapies anticancéreuses ciblées 
vers les mitochondries permettraient de promouvoir le suicide des cellules cancéreuses.162 Il existe 
des séquences peptidiques qui permettent de transporter des protéines nouvellement synthétisées 
 46 
vers les mitochondries et qui sont clivés une fois la protéine localisée dans la mitochondrie.163 
Étant donné la petite taille du génome de la mitochondrie, un certain nombre de protéines 
nécessaires à son fonctionnement sont synthétisées par le génome de la cellule, d’où le rôle de la 
séquence-cible vers la mitochondrie. Il est aussi possible de cibler les mitochondries avec un 
groupe chimique, le bromure de triphénylphosphine.164 
L'utilisation de nanoparticules de polystyrène carboxylées fluorescentes de 20 ou 200 nm a 
permis d'étudier les phénomènes d'internalisation dans plusieurs types cellulaires, dont les 
hépatocytes.160 Les auteurs ont montré que l'internalisation dépend du temps d’exposition, de la 
taille des particules et de la composition du sérum. Les particules de 200 nm ont été peu 
internalisées, alors que celles de 20 nm ont été internalisées par tous les types cellulaires, dès 
10 min après injection. Après 60 min, les particules internalisées par les hépatocytes n'étaient pas 
associées aux endosomes ni aux lysosomes, mais étaient dans les mitochondries. 
1.4.5.3. Noyau 
Il est possible de cibler des nanoparticules d’or vers le noyau en utilisant des signaux de 
localisation dans le noyau.165 Il a été montré que des nanoparticules suffisamment petites peuvent 
traverser la membrane nucléaire à travers les pores nucléaires (< 9 nm en diamètre 
hydrodynamique), ce qui est le cas pour les points quantiques positivement chargés émettant dans 
le vert, mais les QDs émettant dans l’orange sont trop grands pour traverser les pores.166 La 
biodistribution différente a permis d’expliquer les différences de cytotoxicité des deux types de 
QDs. 
 
1.5. Caractérisation de nanomatériaux 
Le processus de révision de la Food and Drug Administration (FDA) américaine est 
entravé par le manque de directives claires quant à la caractérisation des nanomatériaux et aux 
moyens de communiquer les données. Par exemple, la taille des nanoparticules peut affecter les 
performances du produit, telles que la biodistribution et la dissolution, mais la FDA n’a pas 
encore de directive claire sur la façon de rapporter les données de taille. 
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Parmi les propriétés des nanomatériaux que peuvent affecter le milieu biologique, il est 
important de caractériser la taille et la distribution de taille, la forme, les charges de surface, la 
composition, la pureté de l’échantillon et sa stabilité. Ces paramètres jouent un rôle plus ou moins 
prononcé sur la biodistribution des nanomatériaux et leur cytotoxicité.167, 168 Les organismes, 
comme le Nanotechnology Characterization Laboratory (NCL) qui fait partie du National Cancer Institute 
(NCI) américain, mettent en garde contre le manque de caractérisation des nanomatériaux dans 
les milieux biologiques.155 Il arrive que des chercheurs utilisent des nanomatériaux obtenus 
commercialement sans les analyser eux-mêmes. Or, il peut y avoir des disparités importantes entre 
ce qui est annoncé par le manufacturier et les nanoparticules utilisées par le chercheur.155  
De nombreuses techniques de caractérisation ont été développées et sont applicables pour 
les nanomatériaux. Elles se basent sur plusieurs principes physiques comme l’optique, la diffusion 
Rayleigh de la lumière, l’électrophorèse, etc. De nombreux articles de revue existent recensant les 
techniques adaptées à l’étude des propriétés physicochimiques des nanomatériaux.167, 169-171 L’article 
de Sapsford propose des méthodes pour effectuer l’analyse des nanomatériaux en association avec 
des biomolécules.170 L’article de Zamborini et coll. décrit comment exploiter les propriétés 
spectrales des nanomatériaux en combinaison avec des techniques spectroscopiques 
traditionnelles pour obtenir de l’information sur l’environnement des nanomatériaux.171  
Nous présentons les techniques les plus pertinentes à la caractérisation des nanomatériaux 
en conditions biologiques (voir Tableau 1.5).  
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Tableau 1.5. Spécifications des techniques pour la caractérisation des nanomatériaux.169 
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MALS Diamètre  50 à >1 000 Minimale 





ppb ou ppm; 
dépendante 
du détecteur 
1 à >1 000; 
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Spectroscopie de 






ppm : partie par million (106); ppb : partie par milliard (109); ppt : partie par billion (1012) 
Nous allons voir maintenant plusieurs techniques qui permettent de déterminer en 
particulier la taille des nanomatériaux dans des conditions qui soient pertinentes à leur application.  
1.5.1. Détermination de la taille 
La technique de diffusion dynamique de la lumière (DLS) est une méthode rapide. Elle est 
couramment utilisée pour déterminer la taille et l’indice de polydispersité de nanoparticules. La 
DLS détermine le rayon hydrodynamique, c’est-à-dire le rayon d’une sphère ayant la même 
diffusion que la particule analysée. 
Un faisceau lumineux monochromatique fixe est utilisé pour illuminer l’échantillon. La 
lumière diffusée par l’échantillon est mesurée par un détecteur qui est souvent placé à 90° par 
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rapport au faisceau laser mais pas toujours. L’intensité de diffusion de la lumière à l’angle de 
mesure dépend de la taille de la nanoparticule et de son coefficient de diffusion. Des fluctuations 
d’intensité sont issues du mouvement Brownien des nanoparticules. De plus, il faut considérer les 
interférences constructives ou destructives sur l’intensité de la lumière diffusée, causées par les 
nanoparticules environnantes. L’intensité diffusée est mesurée sur une très brève durée de temps 
δt (µs à ms) et il est possible de comparer l’intensité du temps t + δt à celle du temps t0. Les petites 
nanoparticules se déplacent plus rapidement en suspension, elles perdent donc leur corrélation 
plus rapidement par rapport aux nanoparticules plus larges, c’est-à-dire elles perdent la 
« mémoire » de leur position précédente plus rapidement. Les fluctuations de l’intensité de la 
lumière diffusée servent à déterminer le coefficient de diffusion des particules, qui est ensuite 
transformé en rayon hydrodynamique par la relation de Stokes-Einstein :  
         ⁄  
dans laquelle k est la constante de Boltzmann, T la température absolue, η est la viscosité du 
milieu et D le coefficient de diffusion.  
La technique de DLS doit sa popularité à sa simplicité, sa rapidité et au fait qu’elle ne 
perturbe pas l’échantillon. Elle peut être appliquée pour mesurer la taille de nanoparticules allant 
de 10 à 1 000 nm, à une concentration de 108 à 1012 particules/mL. Toutefois, la DLS n’offre 
qu’une faible résolution des signaux de particules si elles ne diffèrent pas en taille d’un facteur d’au 
moins 3. La préparation de l’échantillon est primordiale, car la présence de particules larges fausse 
grandement la mesure de la taille moyenne. Pour un diamètre inférieur au vingtième de la 
longueur d’onde du faisceau laser (660/20 = 33 nm), l’intensité de la lumière diffusée est 
proportionnelle à la valeur du rayon à la puissance six et l’inverse de la longueur d’onde à la 
puissance quatre, selon l’approximation de Rayleigh :  
    
       







    







Pour un diamètre compris entre le vingtième de la longueur d’onde et la longueur d’onde, 
l’intensité ne varie plus qu’en fonction du carré du rayon, d’après l’approximation de Debye. La 
dépendance forte de l’intensité de la lumière diffusée avec la taille des particules peut causer un 
biais des tailles mesurées, puisqu’il suffit d’un petit nombre de particules plus larges pour 




de 30 nm va être un million de fois supérieures à la diffusion d’une particule de 3 nm alors qu’elle 
ne représente que mille fois son volume. La présence de poussières peut affecter le signal de 
nanoparticules, surtout les plus petites. Il est préférable de filtrer l’échantillon avant de l’analyser. 
Pour les échantillons de distribution de tailles multimodale, la transformation de la fonction 
d’autocorrélation en coefficient de diffusion pose un problème mathématique, ce qui fait que la 
DLS n’est pas applicable aux échantillons ayant une trop forte polydispersité.  
Murdock et coll. sont parmi les rares à avoir conduit une étude poussée de la 
caractérisation des propriétés physicochimiques de nanocristaux en milieu biologique, dont 
particulièrement la taille hydrodynamique par diffusion dynamique de la lumière en présence ou 
en absence de protéines plasmatiques.173, 174 
La diffusion statique de la lumière (SLS) permet de déterminer le rayon de giration d’une 
particule (Rg). Le rayon de giration est la distance moyenne quadratique des centres de masses 
d’une particule par rapport à son centre de gravité. La SLS peut également être utilisée pour 
déterminer la masse molaire d’une protéine ou d’un polymère synthétique. Le principe physique 
provient de la dépendance angulaire de la lumière diffusée avec la taille et la forme de la particule. 
La particule va générer des interférences constructives ou destructives à différents angles de 
diffusion de la lumière selon sa taille. L’instrument mesure l’intensité moyenne de diffusion après 
un certain temps à plusieurs angles simultanément afin de dériver la taille de la particule en 
suspension. La SLS apporte des informations quant à la morphologie de la particule, elle peut être 
utilisée en combinaison avec la DLS afin d’obtenir des informations sur la forme des particules et 
en déterminer le rapport longueur/largeur. 
La spectroscopie à corrélation de fluorescence est une technique de mesure des tailles 
également dont le principe est proche de celui de la DLS. Elle permet de déterminer les tailles 
hydrodynamiques des particules analysées ainsi que leurs propriétés photophysiques. Toutefois, 
elle n’est applicable que pour les particules fluorescentes. Du fait de la fluorescence des particules, 
elle est beaucoup plus sensible que la DLS, mais elle n’est applicable que pour une gamme de 
concentration étroite et faible. La technique mesure le coefficient de diffusion des nanoparticules 
qui est relié à leur taille par la relation de Stokes-Einstein.175 Les particules sont préalablement 
diluées et observées par un microscope confocal. Un laser est utilisé pour les exciter et la 
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fluctuation de leur fluorescence est traduite en coefficient de diffusion par une fonction 
d’autocorrélation. 
Une technique similaire récente permet de compter et analyser les tailles des 
nanomatériaux pour des tailles de 30 à 1000 nm, en observant leurs déplacements en solution. 
L’analyse par suivi des nanoparticules, ou NTA (nanoparticle tracking analysis), utilise un microscope 
optique ainsi qu’un laser pour illuminer l’échantillon.176 Les nanoparticules se déplacent par 
mouvement Brownien et c’est la lumière diffusée par les particules qui est observée par le 
microscope optique. Chaque source de diffusion est suivie individuellement par l’ordinateur. 
L’avantage de cette technique vient du fait que les petites particules sont analysées 
indépendamment des plus grosses, donc celles-ci ne causent pas de biais à la taille moyenne. 
Toutefois, les particules doivent être suffisamment diluées (concentration de 107 à 109 
nanoparticules/mL) pour pouvoir être distinguées au microscope. De plus, cette technique 
permet de déterminer la concentration des nanoparticules, ce qui peut être difficile à effectuer par 
d’autres techniques surtout en milieu biologique.  
1.5.2. Séparation de nanoparticules 
Le fractionnement par couplage flux-force (FFF) peut servir à séparer un mélange 
complexe de nanomatériaux selon la taille des espèces présentes. Le fractionnement à lieu dans 
une bande ouverte de quelques microns de hauteur (~190-500 µm). Dans les conditions 
optimales, c’est-à-dire en l’absence d’interactions entre l’échantillon et les éléments de 
l’instrument, la vitesse d’élution dans le canal va dépendre directement du coefficient de diffusion 
des espèces injectées. Un champ de force est appliqué perpendiculairement au flux d’élution 
pendant la durée de l’élution. Ce champ peut être de nature différente (électrique, thermique, 
magnétique, gravitationnelle). Dans le modèle le plus commun, un flux transverse est appliqué au 
flux d’élution. Les particules sont poussées vers la membrane qui tapisse le bas du canal, dite 
membrane d’accumulation. Pendant la phase de « concentration » ou focusing, les particules 
diffusent contre le champ et s’équilibrent à une hauteur plus ou moins élevée, selon leur 
coefficient de diffusion. Les plus petites particules ayant un plus fort coefficient de diffusion 
s’équilibreront plus près du centre du canal. Les particules sont disposées dans un gradient de 
tailles, les plus grandes près de la membrane d'accumulation aux plus petites près du centre du 
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canal. Cette couche de particules mesure 5 µm d'épaisseur à partir de la membrane 
d'accumulation.177 
À l’étape d’élution, le flux opposé au flux longitudinal est coupé et les particules peuvent 
commencer à éluer. Les dimensions du canal sont telles que le flux d’élution est laminaire, donc la 
distribution des vélocités est parabolique avec le maximum au centre du canal. Au niveau des 
bords du canal, la vélocité est quasi nulle. Les petites particules qui se sont équilibrées en hauteur 
vont éluer avec une plus grande vélocité que les particules plus larges retenues proches des parois 
par le champ appliqué. Les espèces éluées sont récupérées à la sortie de l’instrument afin 
d’effectuer d’autres étapes de caractérisation comme de la visualisation par microscopie 
électronique.175  
Afin de suivre la sortie des particules du système FFF, plusieurs détecteurs peuvent être 
couplés à l’instrument (Figure 1.10). Le plus courant est le détecteur d’absorbance UV/vis ou 
d’indice de réfraction (RI) qui permet de mesurer la concentration des espèces à la sortie. L’ICP-
MS (Inductively Coupled Plasma-Mass Spectrometry), qui est très sensible, peut être utilisé pour 
caractériser la composition des particules qui éluent, notamment les particules métalliques.178 Des 
détecteurs de diffusion de la lumière dynamique ou statique permettent d’obtenir des 
informations sur la taille des particules (rayon hydrodynamique ou rayon de giration) ou sur le 
poids moléculaire indépendamment du temps de rétention. L’avantage est qu’il n’est alors pas 




Figure 1.10. Schéma transversal d’un canal de séparation par le fractionnement par couplage flux-
force par flux croisés.179  
 
L’inconvénient principal de la FFF est le temps nécessaire à l’optimisation des conditions 
de fractionnement pour un nouvel échantillon. De nombreux paramètres jouent sur les temps de 
rétention des particules dans le système. Deux importants facteurs sont la nature de la membrane 
d’accumulation utilisée et la composition du solvant. Ces paramètres doivent être choisis afin de 
minimiser les forces d’interactions particules-particules et particules-membrane d’accumulation. 
De même, il faut équilibrer les différents flux utilisés lors de la séparation afin qu’ils fractionnent 
les particules avec une bonne résolution sans induire l’agglomération des particules entre elles ou 
leur adhésion avec la membrane d’accumulation. On peut utiliser un surfactant si les particules 
interagissent entre elles ou avec la membrane. Les surfactants peuvent modifier la taille des 
particules, ce qui n’est plus représentatif du milieu cellulaire. Nous avons souligné l’impact de la 
composition du solvant et du choix du matériel de la membrane d’accumulation ainsi que décrit le 
développement d’une méthode pour l’analyse par AF4 dans le chapitre intitulé Separation Science: 
Principles and Applications for the Analysis of Bionanoparticles by Asymmetrical Flow Field-Flow Fractionation 
(AF4) présenté en annexe.180 Plusieurs exemples d’application de la FFF pour des nanoparticules 
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destinées aux sciences pharmaceutiques sont recensés dans l’article de Fraunhofer et coll.181 et plus 
récemment dans notre chapitre.182 
La chromatographie sur colonne ou chromatographie par exclusion stérique (SEC) est une 
autre méthode de séparation, toutefois, l’étendue des tailles des particules pouvant être analysée 
est beaucoup plus restreinte qu’en FFF. C’est une méthode qui est adaptée à l’étude des 
macromolécules. L’échantillon élue à travers une colonne contenant un matériel poreux dont les 
pores ont des tailles proches de celles des particules ou des macromolécules à analyser. La 
séparation se fait selon le volume hydrodynamique, les particules plus petites peuvent entrer dans 
les pores facilement alors que les particules plus grandes y entrent à moindre mesure. Les 
particules plus grandes éluent en premier alors que les plus petites doivent parcourir un plus grand 
volume et sortent plus tard. L’utilisateur doit adapter la colonne selon la distribution de tailles 
attendues de l’échantillon à analyser. Par exemple, la HPLC (chromatographie liquide à haute 
pression) a été utilisée pour mesurer le ratio de biomolécules par nanoparticule.183  Plusieurs 
détecteurs peuvent être couplés à la sortie de la colonne. La chromatographie hydrodynamique est 
plus appropriée pour mesurer les tailles et les distributions de tailles de nanoparticules.172 
Lors de la séparation dans un canal du dispositif de fractionnement par couplage flux-
force, il est nécessaire de déterminer préalablement la charge à la surface des nanoparticules que 
l’on veut étudier, pour éviter que celles-ci interagissent avec la membrane d’accumulation. Le 
choix de cette membrane doit se faire en connaissance du potentiel zêta des nanoparticules.79 
Le potentiel zêta représente la charge nette électrique à la surface d’une particule. C’est un 
bon indicateur de la stabilité électrostatique d’une suspension colloïdale. Plus la valeur absolue est 
élevée plus grande est la répulsion électrostatique interparticulaire et plus stable est la suspension. 
On considère qu’une suspension de nanoparticules stabilisées par répulsion électrostatique est 
stable à partir d’un potentiel zêta de valeur absolue supérieure à 30 mV.168 Pour une mesure de 
potentiel zêta, un champ électrique est appliqué aux espèces en solution. L’instrument mesure par 
diffusion de la lumière la vitesse avec laquelle les espèces se déplacent vers les électrodes. Le 
déplacement des espèces est proportionnel au potentiel zêta. Les paramètres qui affectent la 
mobilité des espèces lors de la mesure, comme le pH, la force ionique ou la température de la 
solution doivent être connus pour l’interprétation des données de potentiel zêta. 
 55 
1.5.3. Techniques de visualisation des points quantiques 
L’observation des échantillons par microscopie peut donner des informations sur la taille, 
la forme ou la structure des particules étudiées. La visualisation des échantillons peut être faite 
avec des faisceaux de photons ou d’électrons ou par déplacement d’une sonde sur la surface de 
l’échantillon. Certaines de ces techniques permettent également d’obtenir la composition 
élémentaire, c’est-à-dire l’analyse dispersive en énergie (EDS) des particules ou même la nature 
des charges de surface, c’est-à-dire AFM avec une sonde adaptée.  
La diffraction de la lumière par les nanoparticules empêche la résolution de détails 
inférieurs à 200 nm et donc limite l’application de la microscopie optique. Les microscopes à 
faisceaux d’électrons sont plus adaptés pour caractériser les nanoparticules. Deux modes de 
microscopie électronique existent, la TEM et la SEM. Dans le premier cas, un faisceau d’électrons 
est envoyé sur une couche très fine de l’échantillon à analyser, qui est déposé sur une grille d’un 
matériau conducteur. Après avoir traversé l’échantillon, les électrons qui n’ont pas été absorbés 
sont focalisés sur un détecteur, par exemple caméra CCD. L’image obtenue est fonction de la 
densité électronique des espèces présentes sur la grille ainsi que de leur épaisseur. Pour analyser de 
la matière organique, il faut préalablement la traiter par un mélange de métaux lourds comme 
l’acétate d’uranyle ou le tétroxyde d’osmium. La TEM à haute résolution (HR-TEM) peut générer 
des images avec une résolution inférieure au nanomètre et peut ainsi apporter des informations 
sur l’arrangement atomique de la surface des nanoparticules. La TEM peut également servir à 
déterminer la localisation intracellulaire des nanoparticules électrodenses dans des cellules qui sont 
préalablement fixées et non vivantes.184 
En microscopie électronique par balayage, pour visualiser un échantillon biologique, ilpeut 
être nécessaire de le recouvrir d’une couche mince d’un matériau conducteur (par exemple de l’or 
ou du graphite). Il est soumis à un faisceau d’électrons de haute énergie. L’interaction du faisceau 
avec la surface de l’échantillon est observée grâce aux électrons secondaires qui sont émis. Les 
images générées ont une apparence tridimensionnelle à cause de la profondeur du champ et des 
électrons secondaires. La résolution est généralement moins haute que celle de la microscopie 
électronique à transmission.185 
Les limitations de l’analyse par microscopie électronique, en dehors du coût de 
l’instrument, proviennent surtout de la préparation de l’échantillon qui doit être séché et parfois 
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traité avant l’analyse, ce qui peut modifier les tailles des espèces. De plus, l’évaporation du solvant 
peut induire l’agglomération entre les espèces lorsque leur concentration est augmentée 
artificiellement. Pour obtenir une distribution de taille qui est statistiquement représentative de 
l’ensemble de l’échantillon, il est nécessaire d’analyser un grand nombre de particules ce qui est 
laborieux d’autant plus que le champ de vision est étroit, donc seulement une quantité limitée de 
particules peut être analysée à la fois.186  
En microscopie à force atomique (AFM), une sonde est déplacée sur la surface de 
l’échantillon et en rapporte sa topographie. C’est une méthode très sensible et précise qui peut 
générer une résolution inférieure au nanomètre. Une sonde avec une pointe très fine d’une dizaine 
de nanomètres est mise en oscillation par des actuateurs piézo-électriques au-dessus de la surface 
de l’échantillon et en balaye sa surface. L’instrument est capable de détecter des forces très faibles 
d’interactions, soit attractives, soit répulsives entre la sonde et la surface à analyser. L’ordinateur 
recrée l’image à partir des distances séparant le bout de la pointe de la sonde et la surface. 
L’avantage de ce type de microscopie est qu’elle peut être faite en milieu sec ou en milieu humide 
et liquide, ce qui évite la perturbation de l’échantillon. Cette technique est très précise quant aux 
hauteurs des différentes parties de l’échantillon, par contre les dimensions latérales sont 
surestimées, compte tenu des forces attractives qui peuvent s’exercer entre la sonde et des parties 
de l’échantillon. L’échantillon doit être immobilisé sur une surface adaptée et la préparation peut 
être complexe, de plus seules des petites surfaces peuvent être analysées à la fois (de quelques 
nanomètres à quelques micromètres de côté) et les balayages peuvent prendre du temps. 
De nombreux articles décrivent plus en détail les différentes techniques adaptées à la 
caractérisation des nanomatériaux. Une des recommandations que l’on peut lire est l’importance 
de combiner au moins deux méthodes complémentaires lorsque l’on effectue l’analyse de 
nanomatériaux.167, 169  
 
1.6. Étude de mécanismes cellulaires 
Les molécules de lipopolysaccharides (LPS) sont des composants essentiels de la paroi des 
bactéries de type Gram négatif. Ce sont des endotoxines qui sont utilisées comme modèles pour 
étudier l'inflammation. Elles sont reconnues par des cellules qui possèdent des récepteurs TLR-4 
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(Toll-like receptor-4), telles que les cellules leucocytaires mononuclées. En activant le complexe 
appelé inflammasome, le LPS entraîne la libération de cytokines pro-inflammatoires.187  
Le LPS est une molécule amphiphile composée de trois segments distincts : L’antigène O, 
hydrophile, qui est formé d’une séquence polysaccharide spécifique d'une espèce à l'autre. Ce 
segment confère la spécificité antigénique. Le segment central est un autre oligosaccharide qui 
relie l’antigène O au troisième segment, hydrophobe, appelé le lipide A, composé d’un 
disaccharide attaché à plusieurs chaînes alkyles. Le lipide A a une structure très conservée d’une 
espèce bactérienne à l’autre, c’est cette structure qui est considérée comme étant responsable de 
l’effet endotoxique de la molécule de LPS. 
 
Figure 1.11. Structure générique du lipopolysaccharide (LPS).188 
 
En raison de leur nature amphiphile, les molécules de LPS (Figure 1.11) s’agrègent en 
milieu aqueux lorsque leur concentration est supérieure au seuil critique de concentration (critical 
aggregate concentration, par exemple 22 µg LPS/mL dans le cas du LPS d’E. coli de type 0111:B4).189 
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Les agrégats prennent la forme de nanoparticules de 30 à 60 nm de diamètre contenant des 
régions hydrophiles sur leurs surfaces et des zones lipophiles dans leurs cœurs. Selon la longueur 
des chaînes polysaccharides, le LPS donne un aspect plus ou moins rugueux aux bactéries Gram 
négatif.  
Il est important d’étudier l’inflammation, car celle-ci joue un rôle prépondérant dans 
plusieurs pathologies, dont les pathologies neuronales. Dans ces pathologies neuronales, 
l’inflammation peut exacerber la perte de neurones et donc exacerber la neurodégénérescence, par 
exemple maladie d’Alzheimer, la sclérose multiple, la méningite ou l’accident vasculaire cérébral. 
Pendant longtemps, on pensait que le rôle des cellules phagocytaires du cerveau, les microglies, se 
limite au nettoyage des restes de neurones morts. Récemment, il a été montré que les microglies 
sont aussi impliquées dans la neurodégénérescence, lors de processus inflammatoires.190 Neher et 
coll. ont utilisé des molécules pro-inflammatoires, comme l’acide lipoteichoïque (LTA) et les 
lipopolysaccharides (LPS) comme agonistes des récepteurs TLR2 et TLR4, respectivement. Ces 
molécules stimulent la prolifération microgliale ainsi que leur activité phagocytaire,191 ce qui 
conduit à l’augmentation de la phagocytose de neurones. La phagocytose des neurones est 
dépendante de la libération de médiateurs solubles par les cellules microgliales (de peroxynitrite en 
particulier), qui induisent l’exposition de la phosphatidylsérine (PS) à la surface des cellules 
neuronales. La PS est un indicateur de surface des neurones qui signale aux microglies de les 
phagocyter. Neher et coll. ont montré qu’en bloquant n’importe quelle étape du processus de 
phagocytose menant à la présentation de PS par les neurones, il était possible de sauver jusqu’à 
90 % des neurones, sans réduction de l’inflammation. Il est donc possible d’éviter certaines 
formes de neurodégénérescences inflammatoires en bloquant la phagocytose par les cellules 
microgliales.191 De par son interaction avec les récepteurs TLR4, le LPS est donc une molécule 
particulièrement intéressante pour l’étude de l’inflammation, qui joue un rôle prépondérant dans 
plusieurs pathologies, dont des pathologies du système nerveux central.  
D’un point de vue pharmaceutique, le LPS est également intéressant à étudier, car il forme 
des nanoparticules qui ont des propriétés mucoadhésives. En retirant les propriétés endotoxiques 
des molécules de LPS, elles pourraient être utilisées comme système de délivrance de 
médicaments. Du fait de l’amphiphilicité des molécules de LPS, il serait possible de charger des 
composés hydrophiles ou hydrophobes dans les différentes régions des particules de LPS. Le 
mode d’administration par les muqueuses, comme la muqueuse intranasale, ophtalmique, buccale, 
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transdermique ou pulmonaire apporte plusieurs avantages, tel que l’évitement de l’élimination au 
premier passage du système hépato-gastro-intestinal qui est un défi de l’administration par la voie 
orale et intraveineuse. 
L’absorption à travers les muqueuses se fait par les modes de transport suivants, certains 
étant plus efficaces que d’autres :192 
a) Transport par les cellules M ou plaques de Peyer (par reconnaissance antigénique); 
b) Transport par voie transcellulaire, où la cargaison traverse la membrane de 
l’épithélium, possiblement par endocytose puis navigue à travers la cellule; 
c) Transport par voie paracellulaire, à travers les jonctions serrées entre les cellules. 
L’administration par la muqueuse intranasale est particulièrement intéressante, car elle 
permet d’administrer des composés vers le système nerveux central tout en évitant la barrière 
hématoencéphalique qui est un obstacle lors de l’administration par voie intraveineuse.193 Les 
nanoparticules sont internalisées par l’extrémité des nerfs trijumeaux qui s’étendent dans la cavité 
nasale.194-196  
La molécule de LPS étant omniprésente dans l’environnement, il se peut que lors de la 
synthèse de nanomatériaux, l’échantillon soit contaminé par du LPS. Pour éviter ceci, il est 
recommandé de travailler dans des conditions stériles et de purifier les réactifs.197, 198 Il est même 
recommandé d’utiliser de l’eau apyrogène et non l’eau des systèmes de purification qui pourrait 
être contaminée.155 Des tests existent pour déterminer le niveau de contamination, comme le lysat 
d'amibocyte de limule (LAL) qui réagit en présence d’endotoxines bactériennes et produit une 
protéine transformant l’hémolymphe en gel.199 Toutefois, l’analyse d’un échantillon de 
nanoparticules peut être complexe, car les nanoparticules interfèrent avec ce test.200 
À très petites doses, le lipide A n’est pas pyrophorique, il peut même stimuler le système 
immunitaire afin qu’il se débarrasse de l’amyloïde-β et peut donc jouer un rôle thérapeutique dans 
le cas de la maladie d’Alzheimer.201 Le LPS a également été utilisé pour revêtir des nanoparticules 
de poly(acide lactique-co-glycolique) permettant de moduler le système immunitaire afin 
d’optimiser l’efficacité vaccinale.202  
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1.7. Utilisation des QDs comme agents de diagnostic cellulaire 
En raison de leurs petites tailles et leurs propriétés physiques et optiques variées, les 
nanomatériaux font l'objet d'intérêt dans le développement d'outils diagnostiques pour le vivant. 
Certains nanomatériaux, comme les nanoparticules d'or, ont des propriétés optiques qui sont 
sensibles à la composition du microenvironnement dans lequel ils sont placés. Les nanoparticules 
d'or ou d'argent peuvent servir à amplifier le signal en spectroscopie Raman, grâce à l'oscillation 
des électrons de surface. L'interaction de la lumière avec la surface de ces nanoparticules 
métalliques donne de l'information sur la structure chimique des molécules qui sont à proximité.  
D'autres nanomatériaux, comme les QDs, non fonctionnalisés, n'ont pas cette sensibilité à 
leur microenvironnement. Malgré cela, ils ont des propriétés optiques exceptionnelles qui leur 
permettent d’être de très bons donneurs d’énergie dans les applications de FRET où des 
fluorophores organiques jouent le rôle d’accepteur d’énergie. Le FRET est un transfert d'énergie 
non radiative qui s'effectue de façon directe entre un donneur excité et un accepteur. Le FRET a 
lieu lorsqu’un donneur et un accepteur sont proches l'un de l'autre, généralement à une distance 
allant de 6-8 nm selon le type de donneur. 
Le FRET est un processus dont l’efficacité varie en fonction de : 
a) L'inverse de la distance entre le donneur et l'accepteur à la puissance six : 
  
 
      ⁄   
 
Ce qui rend le FRET très sensible aux petits changements de structure. La distance 
de Förster est la distance, entre le donneur et l’accepteur, à laquelle l’efficacité du 
transfert d’énergie est de 50 %. 
b) La nature de la molécule associée au QD. Plus le spectre d’émission du donneur 
chevauche le spectre d’absorption de l’accepteur, plus l’efficacité du FRET sera 
grande.  
c) L’orientation des donneurs et accepteurs (dipôles) entre eux. L’orientation joue un 
rôle important sur l’efficacité du FRET. Le contrôle de l’orientation des molécules 




d) Le nombre d’accepteurs assemblés sur chaque QD. En augmentant le nombre 
d’accepteurs, on augmente la probabilité du transfert d’énergie et la sensibilité du 
détecteur. Comme il y a souvent plusieurs accepteurs à proximité du QD donneur, 
pour une distance fixe r entre les accepteurs et le QD, l’équation 7 devient : 
     
   
 
   
    
 
Les QDs disposent de plusieurs caractéristiques qui en font de bons donneurs : 
a) Un spectre d'absorption large et un long déplacement de Stokes, ce qui signifie 
qu'il est possible de les exciter avec une longueur d'onde lointaine du pic 
d'émission, ce qui réduit le bruit de fond et le risque d'exciter directement le 
fluorophore organique utilisé comme accepteur.  
b) Un spectre d'émission étroit et symétrique, dont la longueur d'onde peut être 
modulée pour correspondre au spectre d'absorption du fluorophore accepteur. 
c) Un coefficient d’extinction molaire élevé et un temps de vie de luminescence plus 
long que le fluorophore organique accepteur.73 
d) Une structure permettant l'attache de plusieurs accepteurs d'énergie par QD. En 
augmentant le nombre d'accepteurs, on augmente le rendement du transfert 
d'énergie.203, 204 
Souvent les quantités d'enzymes à détecter sont très faibles dans un milieu contenant de 
nombreuses autres protéines à des concentrations plus élevées. Également, l'écart de 
concentration entre la condition pathologique et la condition normale peut être faible. Il est donc 
important que le détecteur soit le plus sensible et spécifique possible à l'enzyme d'intérêt.  
Les détecteurs de protéases basés sur le FRET entre un QD donneur et un fluorophore 
organique accepteur sont construits en conjuguant le peptide, spécifique à la protéase d’intérêt, à 
la surface des QDs. L’autre extrémité du peptide est dotée d’un fluorophore organique dont le 
spectre d’absorption correspond au spectre d’émission des QDs. La séquence peptidique 
correspond au substrat de la protéase dont on veut mesurer l'activité (voir Figure 1.12). Medintz 
et coll. ont montré qu'en modifiant la séquence spécifique du substrat peptidique, il était possible 
de détecter en temps réel et de quantifier les activités de plusieurs protéases.205 L'activité de la 
protéase est déterminée en suivant le ratio de la luminescence du QD sur celle du fluorophore. 
(eq. 8) 
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Lorsque le substrat de la protéase est clivé, la luminescence des QDs n’est plus absorbée par les 
fluorophores organiques qui s'éteignent, alors que celle des QDs augmente. Il y a un avantage à 
quantifier l’activité de l’enzyme par le ratio des intensités d’émission, c’est le fait que la mesure est 
indépendante de la sensibilité de détection ou de l’intensité de la source d’excitation. 
Les détecteurs à base de FRET ont été utilisés pour analyser l'activité d'enzymes, les 
interactions protéines-protéines et les conditions environnementales comme le pH ou la 
concentration ionique.206 Ils sont adaptés aussi pour la détection de séquences d'ADN spécifiques 
avec une sensibilité de l'ordre de 50 copies d'ADN,204 mais surtout pour mesurer l'activité de 
protéases.205, 207-212  
 
Figure 1.12. Schéma du transfert d’énergie de fluorescence par résonance (FRET) entre un QD et 
un accepteur, reliés par une séquence spécifique reconnue et clivée par une protéase. L'accepteur 
d’énergie (A) peut être un fluorophore organique, une protéine fluorescente.213 
 
Comme nous l’avons déjà mentionné dans la partie 1.1.7, les QDs peuvent être utilisés 
comme accepteurs d’énergie, mais pas dans le cas où un fluorophore organique est utilisé comme 
donneur, en grande partie à cause du spectre d’absorption large des QDs et de leur excitation 
directe.73 Nous avons mentionné le cas où des lanthanides peuvent être utilisés comme donneurs, 
mais il est également possible d’utiliser les QDs comme accepteurs de l’énergie lorsqu’il n’y a pas 
besoin de lumière incidente pour exciter le donneur. La bioluminescence est l’émission de lumière 
résultant d’une réaction biochimique. Certaines enzymes, comme la Renilla luciférase ou la Firefly 
luciférase catalysent l’oxydation de la luciférine. La luciférine est un composé hétérocyclique qui 
forme un intermédiaire instable lorsqu’il est oxydé. Le composé instable revient à son état de 
repos en émettant de la lumière. Lorsque le substrat de l’enzyme est placé à proximité des QDs 
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(~6 nm), il peut y avoir un transfert de l’énergie du substrat donneur vers le QD accepteur selon 
le même principe que le FRET. On parle alors de BRET pour transfert d’énergie de 
bioluminescence par résonnance. Comme il n’y a aucune source lumineuse externe, il n’y a pas 
d’autofluorescence des tissus biologiques et les QDs paraissent s’illuminer par eux-mêmes.214 La 
source lumineuse peut également être de nature chimique. On parle de chimiluminescence lorsque 
l’énergie lumineuse est produite par un agent chimique, comme le luminol, qui émet en présence 
de peroxyde d’hydrogène et d’un catalyseur.215, 216 Les QDs placés à proximité de la source de 
chimiluminescence peuvent accepter l’énergie et la réémettre à une longueur d’onde plus poussée 
vers le rouge. Le long déplacement de Stokes des QDs permet de distinguer facilement la 
luminescence du QD de celle du donneur. Le QD peut être choisi pour émettre dans le proche 
infrarouge ce qui permet de le détecter dans les tissus biologiques profonds.214, 217 
1.8. Résumé de l’introduction 
Dans l’introduction nous avons présenté les nanocristaux appelés QDs, leurs tailles et 
leurs structures cristallines et comment celles-ci permettent l’émission de luminescence. Nous 
avons évoqué les modes de synthèse et les avantages de l’ajout d’une coquille sur les performances 
des nanocristaux. Nous avons présenté les stratégies utilisées pour modifier les surfaces, les rendre 
disponibles en milieu aqueux et leur conférer une fonction. Dans une deuxième partie nous avons 
évoqué le problème de l’adsorption de protéines sur la surface des QDs placés en milieu 
biologique et les conséquences que cela engendre (perte de la reconnaissance du ligand de surface 
par des récepteurs, changement de taille…) Nous avons alors présenté les différents paramètres 
physicochimiques importants à considérer lorsque entrent en contact avec les cellules. En 
particulier, la taille, la charge de surface et les ligands de surface jouent un rôle prépondérant dans 
le choix du mode d’entrée cellulaire. L'étude de l'impact des propriétés physicochimiques des 
nanoparticules sur leurs interactions avec les cellules est intéressante, car elle peut permettre de 
développer et d'améliorer des thérapies à base de nanoparticules. Nous avons fait la liste 
d’inhibiteurs pharmacologiques de plusieurs modes d’internalisation, pertinents à l’entrée de 
nanoparticules dans les cellules. Pour étudier les propriétés physicochimiques des nanomatériaux, 
plusieurs techniques de caractérisation existent que nous avons présenté. Elles sont adaptées à 
l’analyse d’un ou plusieurs paramètres à la fois. La caractérisation des propriétés physicochimiques 
des nanomatériaux est essentielle avant de les appliquer dans le milieu biologique. Nous avons 
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notamment introduit la technique d’AF4 qui permet la caractérisation rapide et précise de la taille 
de nanomatériaux dans un échantillon complexe. 
Nous nous sommes ensuite intéressés à la question de l’inflammation, qui est présente 
dans plusieurs pathologies et peut être causée également par certains nanomatériaux. Nous avons 
introduit la molécule de LPS, qui est intéressante parce qu’elle forme des nanoparticules dans le 
milieu aqueux et parce qu’elle déclenche l’inflammation. L’inflammation a été étudiée plus en 
détail avec la construction d’un nanosenseur pour mesurer l’activité de la protéinase intracellulaire 
appelée la caspase-1. Le principe du FRET qui est à la base du nanosenseur a été expliqué. Les 
nanocristaux sont une nouvelle fois utilisés pour la conception de ces nanosenseurs.  
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Chapitre 2. Hypothèse et objectifs 
Nous nous sommes intéressés aux QDs pour leurs propriétés optiques supérieures et nous 
avons voulu étudier comment les molécules de surface des nanocristaux influencent leur mode 
d’entrée dans différents types cellulaires. Nous nous sommes intéressés aux phénomènes 
d’agglomération de ces points quantiques en milieu de culture cellulaire afin d’anticiper les 
changements de leur mode d’internalisation selon les ligands de surface. Nous avons également 
utilisé des points quantiques pour marquer des molécules pro-inflammatoires issues de parois 
bactériennes pour en déterminer le mode d’action sur la cellule et pouvoir en déterminer la 
localisation une fois internalisées par la cellule. En dernier lieu, nous avons utilisé les points 
quantiques comme élément d’un nanosenseur pour détecter et mesurer l’activation de l’enzyme 
protéolytique caspase-1.  
Notre hypothèse de recherche est que le mode d’internalisation de points quantiques par 
des cellules dépend de leurs propriétés physicochimiques qui régissent comment ceux-ci 
interagissent avec la cellule.   
Les objectifs spécifiques de la thèse ont été de mesurer le taux et de déterminer le mode 
d'internalisation de nanocristaux ayant une même structure cœur-coquille, mais dont la surface est 
variable. Deux types cellulaires choisis pour conduire l’étude sont représentatifs des lieux 
d'accumulation des QDs. Parmi les ligands nous avons des charges positives, négatives ou 
zwittérioniques, afin d’étudier l’effet de la charge sur le choix du mode d’internalisation. Nous 
voulons savoir si plusieurs modes sont impliqués dans l'internalisation des QDs avec des petits 
ligands, ou si tous les QDs sont internalisés par le même mode, car ils ont la même taille. Nous 
voulons identifier les compartiments où se localisent les QDs une fois internalisés et s’il existe un 
mécanisme d’efflux des QDs. Les QDs se retrouvant accumulé dans ces organes causent-ils de la 
toxicité à long terme? Le ligand zwittérionique est l'acide aminé cystéine, pour lequel il existe un 
transporteur. Nous voulons savoir quel rôle joue le transporteur de cystéine dans l'internalisation 
des QD-cystéines.  
Une fois dans la cellule, nous sommes intéressés par suivre les QDs et déterminer leur 
localisation et s'il y a une différence dans la localisation intracellulaire selon le ligand de surface ou 
le type cellulaire; et quel est le rôle joué par les agents pharmacologiques utilisés pour étudier le 
mode d'internalisation sur la localisation intracellulaire des QDs? 
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L'agglomération des QDs en milieu cellulaire et in vivo a souvent été considérée comme un 
obstacle à l’application des QDs dans les sciences biologiques. En effet le changement de taille 
causé par l'agglomération peut changer radicalement la distribution cellulaire et les modes 
d'internalisation et d'élimination ciblés. Notre deuxième objectif était de démontrer l'efficacité de 
l'AF4 pour fournir rapidement et précisément la taille et la quantité des agglomérats présents en 
solution, même dans des solutions complexes, telles que le milieu de culture cellulaire. Grâce au 
fractionnement préalable des espèces en solution avant l'analyse de leurs tailles il est possible de 
distinguer les nanoparticules des protéines du sérum. D'autant plus si les nanoparticules sont 
fluorescentes et que l'on dispose d'un spectrofluoromètre à la sortie de l'instrument. Nous nous 
sommes focalisés sur trois ligands de surface pour les QDs et nous nous sommes posé la question 
de l'effet de la longueur du ligand sur la stabilité des QDs en solution, ainsi que de l'impact des 
ligands bidentés par rapport aux ligands monodentés. Est-ce que les ligands courts auront un 
profil d'agglomération similaire? Quel va être l'effet du milieu cellulaire sur la charge de surface? 
Quel va être l'effet de l'agglomération sur le mode d'internalisation? Y'a t'il plusieurs modes 
d'internalisation actifs simultanément pour chacun des QDs différents. Quel va être l'effet de 
chaque ligand sur l'adsorption de protéines du sérum à la surface des QDs? Est-ce que l'ajout de 
protéines du sérum affecte le taux et le mode d'internalisation? Est-ce que les cellules microgliales 
sont un bon modèle pour analyser l'internalisation d'agglomérats? Pouvons-nous prédire le mode 
d'internalisation selon les données obtenues par AF4 de la distribution des tailles des QDs? 
Dans un troisième temps, l'objectif est de montrer le fonctionnement d'un détecteur 
conçu pour mesurer l’activité d’une enzyme impliquée dans l'initiation de l'inflammation dans les 
cellules microgliales. Pour cela nous nous sommes également intéressés aux mécanismes par 
lesquels, la biomolécule LPS active les cellules immunitaires du cerveau. Le LPS est un modèle 
couramment utilisé pour déclencher l'inflammation, il est responsable du choc septique. Nous 
avons marqué des molécules de LPS avec des QDs afin de suivre leur cheminement et de 
déterminer comment ils interagissent avec les cellules. Quelle est la part d'internalisation assurée 
par les récepteurs spécifiques TLR-4? Est-ce que le LPS, de par son amphiphilicité, se retrouve 
dans les compartiments lipidiques (LDs), quel est son effet sur les LDs? Peut-on identifier les 




Chapitre 3. Short Ligands Affect Modes of  QD Uptake 
and Elimination in Human Cells 
Noura A. Al-Hajaj†§, Alexandre Moquin‡§, Kevin D. Neibert†§, Ghareb M. Soliman†‡, Françoise M. 
Winnik‡*, and Dusica Maysinger†* 
† Department of Pharmacology and Therapeutics, McGill University, 3655 Promenade Sir-
William-Osler, Room 1314, McIntyre Medical Sciences Building, Montreal, QC, H3G 1Y6, 
Canada 
‡ Department of Chemistry and Faculty of Pharmacy, Université de Montréal, CP 6128 
Succursale Centre Ville, Montréal, QC, H3C 3J7, Canada.  
§ These authors contributed equally to this work. 
Article publié dans : ACS Nano, 2011, 5 (6) : 4909-4918. 
 
Mots clés : quantum dot; human Hep G2; QD uptake; QD elimination; P-glycoprotein; 
asymmetrical flow field-flow fractionation 
 
Résumé : 
Après l'administration de quantum dots (QDs) à un organisme, ceux-ci se distribuent et 
s'accumulent dans certains organes (c’est-à-dire le foie, la rate, les reins). Les QDs séquestrés dans 
ces différents organes pourraient perdre leurs couches protectrices et relâcher des composants 
toxiques (Cd, Se...). Nous avons voulu déterminer le mode d'internalisation et d'efflux de QDs de 
même taille et de composition identique, mais ayant des ligands de surface différents.  
Afin de mieux comprendre les relations entre le ligand de surface et le mode 
d’internalisation, nous avons synthétisé les QDs et avons introduit des ligands de surface de 
charge négative, positive ou zwittérionique. Les propriétés physicochimiques des QDs, une fois 
modifiés, ont été caractérisées à l'aide de spectroscopie UV/vis, de spectrofluorométrie, de 
potentiel zêta, de TEM et de fractionnement par couplage flux-force (FFF) pour déterminer leurs 
tailles et distributions de tailles. Les QDs ont été administrés à deux types de cellules humaines de 
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rein et de foie, car elles représentent les lieux où s’accumulent les QDs après 
adminstration. L'internalisation des QDs a été étudiée à l'aide d'inhibiteurs de plusieurs modes 
d’internalisation pertinents. Des techniques complémentaires de mesure de l'internalisation ont été 
appliquées pour déterminer l'ampleur de l'internalisation de chacun des QD (spectrofluorométrie, 
microscopie confocale de fluorescence, tri cellulaire assisté par fluorescence (FACS), 
détermination du contenu des cellules en cadmium).  
Les QDs positivement chargés ont été internalisés en plus grandes quantités que les QDs 
négativement chargés. Les QDs sont internalisés majoritairement par des mécanismes de 
transport actifs. Aucun des QDs n'a causé de toxicité dans les doses et les temps d'exposition 
testés. Les QDs formés de mêmes éléments dans leurs cœurs, mais avec des ligands de surface 
distincts sont internalisés à des niveaux variés selon le type cellulaire utilisé. Plusieurs modes 
d'internalisation participent à leur internalisation et selon le ligand de surface. Certains modes 
d'internalisation sont prépondérants. L'internalisation se fait majoritairement par les radeaux 
lipidiques. Pour les QDs couverts de cystéine, le transporteur de cystéine X-AG joue un rôle dans 
leur internalisation. L'implication du transporteur de la glycoprotéine-P a été mise en évidence 
dans l'élimination des QDs internalisés. 
Il y a une forte dépendance entre le mode d'entrée et d'efflux des QDs et leurs ligands de 
surface. L'analyse par AF4 est utile pour déterminer la taille des nanoparticules et quantifier la part 
d'agrégats dans l'échantillon de QDs. De multiples méthodes d'analyse de l'internalisation doivent 
être utilisées ensembles pour confirmer l'entrée et quantifier les QDs à l'intérieur des cellules. Il 
est nécessaire d'étudier plus en détail l'effet des inhibiteurs utilisés pour étudier l'internalisation, 
car ceux-ci peuvent affecter le devenir des QDs dans les cellules.  
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3.1. Abstract 
In order to better understand nanoparticle uptake and elimination mechanisms, we 
designed a controlled set of small, highly fluorescent quantum dots (QDs) with nearly identical 
hydrodynamic size (8–10 nm) but with varied short ligand surface functionalization. The 
properties of functionalized QDs and their modes of uptake and elimination were investigated 
systematically by asymmetrical flow field–flow fractionation (AF4), confocal fluorescence 
microscopy, flow cytometry (FACS), and flame atomic absorption (FAA). Using specific 
inhibitors of cellular uptake and elimination machinery in human embryonic kidney cells (Hek 
293) and human hepatocellular carcinoma cells (Hep G2), we showed that QDs of the same size 
but with different surface properties were predominantly taken up through lipid raft-mediated 
endocytosis, however, to significantly different extents. The latter observation infers the 
contribution of additional modes of QD internalization, which include X-AG cysteine transporter 
for cysteine-functionalized QDs (QD-CYS). We also investigated putative modes of QD 
elimination and established the contribution of P-glycoprotein (P-gp) transporter in QD efflux. 
Results from these studies show a strong dependence between the properties of QD-associated 
small ligands and modes of uptake/elimination in human cells. 
3.2. Introduction 
Semiconductor nanocrystals, or quantum dots (QDs), are powerful and versatile 
fluorescent probes for biomedical imaging and diagnostics, particularly for long-term, 
multiplexed, and quantitative detection.1-4 The wide adoption of QDs as imaging tools in biology 
and medical research stems from the fact that they readily penetrate into cells without losing their 
unique photophysical properties, in particular, their size-tunable emission, high quantum yield, 
broad absorption spectrum, and resistance to photobleaching.5-7 Although successful application 
of in vivo imaging of QDs has been demonstrated in several animal models, their transition in 
human medicine is hampered by issues related to the safety of human exposure to QDs, since 
they generally contain highly toxic elements, such as cadmium, tellurium, and selenium.8-10 One 
fears that upon long-term sequestration in the liver, kidney, and other organs, QDs will gradually 
lose their protective cap causing toxic core components to be progressively released.11 The 
ambivalence surrounding the potential use of QDs in nanomedicine has prompted intensive 
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efforts directed toward the development of cadmium-free and alternative “safe” QDs.12 Concerns 
over QD accumulation in vivo have additionally stimulated research aimed at elucidating the 
processes associated not only with their cellular uptake and intracellular fate but also with their 
eventual exit from the cells.12-14 
Recent investigations into the nature of the relationship between cellular uptake and 
physicochemical properties of QDs indicate that, in the absence of specific interactions, the entry 
of nanoparticles into cells and their cytosolic access are primarily governed by three factors: size, 
shape, and surface charge.15-19 Surface properties at the nanoscale strongly influence not only 
specific modes of internalization and subsequent subcellular localization, but also molecular and 
biological processes, including cell division and differentiation, ultimately dictating cellular fate.20-22 
It was also shown that QD internalization can only occur if the concentration of QDs at the 
plasma membrane is sufficient.23 The initial contact of QDs with cells, namely, their interactions 
with the lipid bilayer and the surface proteoglycans, is controlled by the QD charge and 
concentration.24 Since the proteoglycans are negatively charged, positively charged QDs are 
attracted toward the cell membrane by electrostatic interactions and accumulate readily at the 
plasma membrane, permitting internalization. Neutral or negatively charged QDs are only weakly 
bound to the lipid bilayer and thus are less readily taken up.25 Given their size (4–5 nm in radius), 
QDs cross the plasma membrane primarily through pinocytosis, a distinct set of endocytosis 
mechanisms, chiefly responsible for the uptake of cell nutrients and other small particles (<100 
nm). The contribution of each endocytosis pathway can be assessed using inhibitors that suppress 
specific internalization processes.25-27 Many studies aimed at tracking the fate of internalized QDs 
by fluorescence imaging have revealed the preferential localization of QDs into lysosomes, a 
common terminus of several endocytic pathways. During uptake, QDs are internalized into 
endocytic vesicles which fuse with early endosomes and subsequently with late endosomes and 
lysosomes.28, 29 These observations, together with evidence from inhibitor-based mechanistic 
studies, suggest that QDs are primarily internalized via lipid raft/caveolae and clathrin-dependent 
endocytosis.26 Early endosomes which contain QDs have also been observed to traffic back to the 
plasma membrane in a process which likely contributes to the QDs’ exocytosis.23 There is no 
consensus as yet on which of the specific processes leads to cytosolic release of QDs and on the 
possible involvement of exocytic mediators. 
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We report here the results of a mechanistic study of the cellular entry/exit pathways of 
QDs having the same CdSe(CdZnS) core coated with one of four different short ligands, such 
that their hydrodynamic diameters were nearly identical (8–10 nm). Cellular uptake experiments 
were performed in two human model cell lines: human embryonic kidney cells (Hek 293) and 
human hepatocellular carcinoma cells (Hep G2). These cell lines are particularly relevant to 
internalization and exocytosis studies as injected QDs tend to accumulate preferentially in the 
kidneys and liver of treated animals.30 QD internalization was observed by confocal fluorescence 
microscopy. The extent of QD uptake was estimated by plate-based fluorometry, flow cytometry 
(FACS), and analysis of intracellular cadmium concentrations using flame atomic absorption 
(FAA). To investigate the role of specific modes of QD entry and export, experiments were 
carried out in the presence or absence of a number of pharmacological inhibitors and activators. 
We focused on QDs functionalized with cysteine ligands (QD-CYS) and compared their 
internalization via the X-AG cysteine transport system and lipid rafts, with that of three other 
QDs.31-33 To investigate the role of lipid raft-mediated endocytosis, methyl β-cyclodextrin 
(MBCD) was used due to its tendency to sequester cholesterol from the plasma membrane, thus 
disrupting the structure and function of lipid rafts.34 In view of its high rate and broad substrate 
range, the P-glycoprotein (P-gp) transporter is likely to be involved in QD elimination.35 To assess 
the potential role of P-gp in QD elimination, we used two pharmacological agents, elacridar and 
rifampin, a P-gp inhibitor and a P-gp inducer, respectively.36, 37 The types of QDs employed and 
the uptake/elimination mechanisms probed are depicted schematically in Figure 3.1. This study 
has uncovered significant differences in the extent and mode of QD uptake/elimination, 
depending on the surface properties of the QD types tested. It also provides strong evidence for 
the involvement of the P-gp transporter in the release of QDs from cells. 
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Figure 3.1. Proposed modes of QD uptake and elimination.  
(A) Schematic representation of the investigated modes of QD uptake and elimination by (1) lipid 
raft endocytosis, (2) X-AG cysteine transporter, and (3) P-glycoprotein (P-gp). Pharmacological 
inhibitors and activators are indicated. (B) Diagram of representative QD structures and list of 
abbreviations used. 
 
3.3. Results and Discussion 
3.3.1. Preparation and Characterization of the QDs (Figure 3.2 and 
Table 3.1.) 
All QDs were synthesized from a single batch of hydrophobic CdSe(CdZnS) 
nanoparticles with an average radius of 2.4 nm determined by transmission electron microscopy 
(TEM) (Figure 3.2A, left panel), by ligand exchange using either mercaptopropionic acid (MPA), 
dihydrolipoic acid (DHLA), l-cysteine (CYS), or cysteamine (CA).38, 39 
Anionic ligands (MPA, DHLA) were efficient in keeping the QDs suspended in 
conditions of physiological pH and salt concentrations (Supporting Table 3.1, Supporting 
Information). These QDs were stable for 7 days or more, in neutral and mildly acidic conditions. 
However, none of the QDs were stable in alkaline DMEM conditions due to the presence of high 
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osmolarity of amino acids, salts, etc. which caused rapid aggregation of the QDs. The cysteine 
coating was not as efficient to stabilize the QDs: QD-CYS tend to aggregate after several (~4–5) 
days in conditions of physiological pH and ionic strength. QD-CA on the other hand were very 
unstable within pH 4.22–8.6 and aggregated rapidly in the presence of phosphate ions. QD-CAs 
are only stable in deionized water, any salt in the solution causes them to aggregate over a few 
hours. 
The zeta potential values for QD-MPA, QD-DHLA and QD-CYS (in Milli-Q water) are 
within –32.8 to –35.8 mV (Supporting Table 3.1, Supporting Information). The only positively 
charged QDs are QD-CA (zeta-potential 48.25 mV). Zeta-potential measurements confirmed 
that, at physiological pH (7.4), QD-MPA, QD-DHLA, and QD-CYS are negatively charged, 
whereas QD-CA have a positive surface charge (Table 3.1). When the zeta-potential of the 
particle falls below a threshold value, the surface charges are no longer strong enough to keep the 
particles from aggregating and precipitating out of solution. The hydrodynamic radius of the 
QDs, determined by dynamic light scattering (DLS), is on the order of 4 nm (Supporting Figure 




Figure 3.2. Characterization of QDs.  
(A) Representative TEM micrographs of unfunctionalized CdSe(CdZnS) QDs (left) and 
functionalized QD-MPA (right). Scale bars represent 5 and 20 nm, respectively. (B) Normalized 
size distribution of QD-MPA compiled from several TEM images. (C) Asymmetrical flow field–
flow fractionation (AF4) fractograms of QD-CYS (short elution time). (D) Elution of aggregated 
QD-CYS (long elution time). 
 
Table 3.1. Physicochemical Characteristics of Quantum Dots 
 λem (nm) 












QD-MPA 620 2.4 2.0 ± 0.3 4.24 ± 0.23 -32.8 0.00 
QD-DHLA 620 2.4  5.03 ± 0.31 -33.7 1.32 
QD-CYS 620 2.4  4.41 ± 0.22 -35.8 0.08 
QD-CA 617 2.4  3.99 ± 0.29 +41.9 0.22 
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The QDs were analyzed also by asymmetrical flow field–flow fractionation (AF4) 
chromatography coupled with UV–visible, fluorescence, multiangle light scattering (MALS), and 
dynamic light scattering detectors (DLS) (Supporting Figure 3.2, Supporting Information). 
Separation of nanoparticles by AF4 occurs according to their size by virtue of their diffusion 
coefficients in a very thin open channel.40 Eluting nanoparticles are subjected to a longitudinal 
carrier flow and an applied field that acts perpendicularly to the length of the channel and causes 
particles to move toward the accumulation wall. Smaller particles are not affected to the same 
extent as larger particles. They travel faster than larger particles, resulting in size fractionation of 
the sample. The eluting fractions are monitored by a UV/vis detector that responds to particle 
concentration and by a combination of MALS and DLS detectors that yield the particles size.41 
This technique provides the true size distribution of nanoparticles in aqueous media, unlike 
“batch-mode” DLS which tends to be biased toward the strongly scattering larger particles. The 
elution profile of a sample of QD-CA monitored by UV/vis detection (λ = 300 nm) is presented 
in Figure 3.2C (short elution times) and Figure 3.2D (long elution times). The most intense band, 
with an elution time of 4 min, corresponds to the elution of QDs, whereas the weak band 
between 20 and 26 min is attributed to QD aggregates. Comparison of the areas of the two 
eluting bands reveals that the fraction of aggregated QDs represents less than 1% of the total QD 
concentration (Table 3.1). The elution of QDs was monitored also by MALS and DLS detectors, 
which yield, respectively, the Rayleigh ratio and the hydrodynamic radius (Rh) of the eluting 
nanoparticles in fractions. The dots in Figure 3.2C,D correspond to the Rh values of isolated QD-
CA nanoparticles and QD-CA aggregates, respectively. These values were calculated from the 
diffusion coefficients extracted from the DLS autocorrelated functions determined for each 
fraction. Data from the fractograms were converted to size distributions represented as plots of 
the differential weight fractions as a function of Rh (Supporting Figure 3.2, Supporting 
Information). The size distributions obtained from AF4 data are narrow in all cases and centered 
between 4 and 5 nm, depending on the sample. On the basis of these results, we will assume in 
the following sections that, in terms of cellular trafficking, the four QD samples have identical 
size. Such an assumption would have been less justified on the basis of batch-mode DLS data 
only since size distributions recorded under these conditions are significantly broader (Supporting 
Figure 3.1, Supporting Information). 
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3.3.2. Uptake of QDs by Human Kidney and Liver Cells 
QD uptake in human kidney (Hek 293) and liver (Hep G2) cells was assessed 
spectrofluorometrically (ex/em = 355/612 nm) as a function of time upon exposure to QDs (100 
nM). Prior to analysis, cells were washed with acidified buffer solution (phosphate buffer saline, 
PBS, pH 5.5) for 5 min in order to disrupt weak electrostatic interactions between charged QDs 
and the plasma membrane and to remove loosely bound and non-internalized QDs from the cell 
surface.42 QD uptake in both cell types increased steadily for 6 h but to different extents. Then it 
remained constant, depending on the cell and QD types (Figure 3.3A,B). The extent of uptake of 
positively charged QDs (QD-CA) was significantly higher than that of the negatively charged 
QDs (QD-CYS, QD-MPA and QD-DHLA) (p < 0.001). A similar uptake pattern was found in 
both cell types at all time-points examined. QDs were gradually eliminated over time. There was 
no significant cytotoxicity of QDs with different ligands within 24 h exposure in both Hek 293 
and Hep G2 cell lines (Supporting Figure 3.3, Supporting Information). 
Intracellular cadmium concentrations in cells exposed to QDs were determined by 
quantitative flame atomic absorption (FAA). Cells exposed to QDs (100 nM) had significantly 
higher intracellular cadmium concentration compared to those treated with comparable cadmium 
concentrations in CdCl2 (23.66 µM). For example, Hek 293 cells exposed to QD or CdCl2 for 1 h 
had intracellular cadmium concentration corresponding to 8.6 ± 0.5 and 0.4 ± 0.4 µM, 
respectively (p < 0.001). These findings suggest that cadmium cations are either less effectively 
taken in or more rapidly eliminated from the kidney cells than QD (Supporting Figure 3.4, 
Supporting Information). 
Determining factors influencing the rate and extent of nanoparticles internalization most 
likely depended on the physical and chemical surface properties because the core of all four QD 
types was similar in size and composition. Interestingly, studies by Stellacci’s group show that gold 
nanoparticles coated with 11-mercapto-1-undecanosulfonate, arranged in subnanometer 
striations, enter the cells through different routes than those with the same ligand randomly 
distributed on the gold nanoparticle surface.43 
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Figure 3.3. QD uptake by human kidney and liver cells.  
(A) Hek 293 kidney cells and (B) Hep G2 liver cells were exposed to QDs (100 nM, 1–24 h). 
Uptake values are the means ± SEM from three independent experiments expressed relative to 
the maximal QD-CA uptake given 1 au (100 nM; 6 h). (C) Confocal micrographs of QD-CA and 
QD-DHLA taken up by Hek 293 cells within 1 h. QDs (red), N = nucleus (blue), PM = plasma 
membrane (green). Dashed arrows indicate partially internalized QDs, and solid arrows indicate 
fully internalized QDs. Scale bars represent 10 µm. (D) Effect of temperature on QD uptake in 
Hek 293 cells (black bars) and Hep G2 cells (white bars) exposed to QDs (100 nM; 1 h). The 
means ± SEM of uptake inhibition (%, at 4 °C) are relative to the uptake of QDs at 37 °C 
(100 %), *** p < 0.001. 
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To exclude possible artifacts resulting from nonspecific association of the QDs with the 
cell membrane, we examined the QD localization within live cells using confocal fluorescence 
microscopy. To facilitate visualization, the plasma membrane and the nucleus were labeled with 
PHK67 (green) and Hoechst 33342 (blue), respectively. QDs were detected readily by their bright 
red emission. Representative micrographs recorded upon 1 h treatment of human kidney cells 
(Hek293) with QD-CA or QD-DHLA are presented in Figure 3.3C. Both types of QDs were 
localized predominantly within the cytosol (solid arrow). A small fraction of QD-CA appeared as 
clusters adhered to the plasma membrane (dashed arrow). These clusters may originate from the 
small fraction of QD aggregates present in the QD suspension (Table 3.1 and Figure 3.2) or from 
the association of individual QDs on the plasma membrane surface.23 Due to their size, such 
aggregates are expected to remain loosely associated with the plasma membrane or enter non-
phagocytic cells rather slowly. 
3.3.3. Mechanisms Involved in QD Internalization in Hek 293 and Hep 
G2 Cells 
The accumulation of QDs in lysosomal compartments is usually attributed to a 
mechanism (Figure 3.1) involving QDs’ internalization by endocytosis, trafficking from the 
plasma membrane by endocytic vesicles, fusion of the vesicles into early endosomes, then late 
endosomes, and finally fusion with lysosomes.23 To gain further insight into the mechanisms 
responsible for the transport of the QDs through the cell membrane, we examined the effect of 
temperature (Figure 3.3D) and of pharmacological inhibitors (Figures 3.4 and 3.5). QD cellular 
uptake was determined experimentally by fluorometric measurements. The uptake of all types of 
QDs by either Hek 293 cells or Hep G2 cells was significantly reduced when the cells were kept at 
4 °C, rather than at 37 °C (Figure 3.3D). The strongest uptake inhibition (85%) was observed for 
QD-CYS. Incubation of cells at 4 °C is believed to inhibit the ATP synthase complex, resulting in 
a reduction of the synthesis of the ATP required for the functioning of the cellular active 
transport machinery.44 Exposure to low temperature decreases the fluidity of the lipid bilayer, 
resulting in a tighter packing of the lipid rafts and other membrane-embedded cholesterol-rich 
structures.45 Incubation of cells at low temperature also causes a flattening of caveolae and a 
blockage of clathrin-coated pits invagination. These processes effectively inhibit pinocytosis, but 
their detailed mechanisms are still unclear.46, 47 
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Intrigued by the exceptionally strong inhibition of QD-CYS uptake in cells incubated at 
4 °C, we undertook a systematic study of two specific active transport mechanisms available for 
the transport of QD-CYS through the membrane: lipid rafts and the primary sodium-dependent 
cysteine transporter (X-AG transport system) (see Figure 3.1). First, to examine the role of lipid-
rafts in QD uptake, cells were treated for 30 min with methyl β-cyclodextrin (MBCD, 10 mM), 
washed, and thereafter incubated with QDs (100 nM) for 3 h. The MBCD pretreatment of the 
cells, which depletes their membrane cholesterol and disrupts lipid rafts, led to a significant 
inhibition of QD internalization in Hek 293 cells and Hep G2 cells, compared with cells treated 
with QDs, but without MBCD (Figure 3.4A). Furthermore, the extent of QD uptake inhibition 
depended on the QD surface chemistry and on the cell type. For example, the uptake inhibition 
of QD-CYS was much more pronounced in Hek 293 cells compared to Hep G2 cells, whereas, in 
the case of QD-DHLA, the entry was reduced to the greatest extent (46 ± 4%) in Hep G2 cells 
compared to Hek 293 (20.2 ± 3.2%). To test the hypothesis that QDs form specific 
supramolecular complexes with MBCD, we employed AF4 with MALS/DLS/UV–Vis detection 
due to its sensitivity to small changes in nanoparticle size. AF4 elution profiles of suspensions of 
QDs preincubated with MCBD are shown in Supporting Figure 3.5C,D (Supporting 
Information). A shift of the elution peak, corresponding to an increase in Rh of about 1 nm, was 
observed in pretreated QD-CYS but not in the case of QD-DHLA. This suggests that 
complexation occurred between MBCD and QD-CYS but not with QD-DHLA. It is not clear 
whether or not QD-CYS/MBCD complexation occurred in the living cells, after removal of the 
excess MBCD prior to QD treatment. To elucidate the mechanisms involved in lipid raft-
mediated QD uptake, additional experiments should be performed, such as time lapse 
measurements of QD–lipid raft interactions and experiments using lipid raft interfering agents 
other than MBCD. Multiple knockdown and mutation experiments of proteins involved in 
signaling steps within and downstream from the lipid rafts warrant further investigations to clarify 
the role of individual components implicated in the QD–lipid raft interactions and internalization 
process. The structural and functional role of lipid rafts and caveolin in endocytosis of small 
molecules was recently discussed, and some common mechanisms were proposed.48, 49 
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Figure 3.4. Inhibition of QD uptake in human kidney Hek 293 and liver HepG2 cells: 
involvement of lipid rafts and the X-AG cysteine transporter.  
(A) Effect of lipid raft disruption by MBCD (10 mM, 30 min) on QD (100 nM, 3 h) uptake in 
Hek 293 cells (black bars) and Hep G2 cells (white bars), 100% representing the absence of 
fluorescence measured in cells. (B) Effect of cysteine transport inhibition by THA (5 mM, 1 h) on 
QD-CYS (100 nM, 3 h), and (C) effect of D,L-cysteine (0.1–2 mM, 15 min) on QD-CYS uptake. 
All values for uptake inhibition (%) in panels A–C are the means ± SEM (n = 9), *** p < 0.001. 
(D) Inhibition of QD uptake by MBCD, THA, or at 4 °C measured by flow cytometry (FACS). 
The scatter histograms are representative of three independent experiments. 
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Cysteine, the ligand on the surface of QD-CYS, has a specific transport machinery, the 
primary sodium-dependent cysteine transporter (X-AG transport system), in both model cell lines 
selected in this study. Threo-β-hydroxyaspartate (THA), an inhibitor of the X-AG transporter, is a 
substrate for cysteine, glutamate, and aspartate.50 We selected THA as a competitive inhibitor of 
QD-CYS uptake. Hek 293 and Hep G2 cells were treated with THA (5 mM, 1 h), prior to 
incubation of QD-CYS (100 nM, 3 h) (Figure 3.4B). Under these conditions, the uptake of QD-
CYS was significantly inhibited in Hek 293 cells (35 ± 4 %; ***p < 0.001) and in Hep G2 cells (48 
± 6 %; ***p < 0.001). To confirm that the cysteine transporter is indeed implicated in QD-CYS 
internalization, competition experiments with free ligand were performed. Cells in cysteine-free 
DMEM media were co-treated with D,L-cysteine in concentrations present normally in DMEM 
(0.1 mM), or in excess (1 and 2 mM) and QD-CYS (100 nM, 15 min) (Figure 3.4C). Free D,L-
cysteine effectively competed with the uptake of QD-CYS in both cell lines, significantly 
inhibiting internalization in Hek 293 cells (42 ± 2 %; ***p < 0.001) and Hep G2 cells (45 ± 3 %; 
***p < 0.001) cells. Taken together, these observations indicate that the X-AG active cysteine 
transporter contributes to the internalization of QD-CYS. 
To complement the results from the spectrofluorometric determinations, we performed 
flow cytometry (FACS) (Figure 3.4D). Following exposure to QD-CYS (100 nM, 3 h, 37 °C, no 
pretreatment, black lines), FACS histograms revealed a large population of highly fluorescent 
cells. A decrease of the incubation temperature from 37 to 4 °C or treatment with MBCD and 
THA significantly reduced the population of fluorescent cells containing QD-CYS, resulting in 
three almost overlapping peaks with significantly lower mean fluorescence intensities (p < 0.001). 
3.3.4. Elimination of Multifunctional QDs and the Involvement of P-
Glycoprotein 
The efflux of QD-CYS and QD-CA from Hek 293 and Hep G2 cells was measured after 
a 3 h incubation of the cells with QDs (100 nM), followed by aspiration of the cell medium and 
replacement with fresh medium. The percentages of QD efflux after 1, 3, and 6 h for each 
cell/QD pair are presented in Figure 3.5A,B. Significant differences in the fraction of exported 
QDs were detected depending on the cell type and on the QD surface chemistry. The efflux of 
QD-CA was greater from Hep G2 cells than from Hek 293 cells within the first 3 h. After 6 h, the 
percent of QDs left in the cells (30 to 40%) was similar in both cell lines. The efflux of QD-CYS 
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increased with time for both cell lines, but the efflux from Hep G2 cells was inefficient: after 6 h, 
nearly 80% of QD-CYS remained trapped within Hep G2 cells, compared to 20% in the case of 
Hek 293. There are known differences in P-gp activity and expression in the kidneys and liver, 
pointing to a possible involvement of P-gp in QD elimination.51 
We used two pharmacological modulators of P-gp activity, rifampin and elacridar, to 
investigate the role of P-gp in QD elimination. Rifampin is a P-gp inducer known to increase P-gp 
activity through mechanisms that are still poorly understood.52 Elacridar is a competitive inhibitor 
of P-gp that competes with P-gp substrates such as azidopine and inhibits its action.36 
Pretreatment of cells with rifampin (50 nM) for 15 h resulted in significantly increased QD efflux 
in both cell lines (Figure 3.5C), while pretreatment of cells with elacridar (25 µM, 1 h) caused a 
significant decrease in QD elimination from both cell lines (Figure 3.5D). 
 
Figure 3.5. Role of P-gp transporter in QD elimination from human cells.  
(A) Hek 293 cells and (B) Hep G2 cells were exposed to QDs (100 nM) for 3 h, and QD 
elimination was measured over time (1–6 h). Data represent the means ± SEM (n = 9), *** p < 
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0.001. (C) Activation of P-gp by rifampin (25 µM, 15 h) and elimination of QDs (100 nM). All 
values (the means ± SEM) represent the change in QD efflux (%) relative to the values from cells 
exposed to QDs only (no rifampin), *** p < 0.001. (D) Inhibition of P-gp by elacridar (50 nM, 1 
h) and elimination of QDs (100 nM). Reduction (%) of QD efflux is relative to the efflux in the 
absence of elacridar. Data points represent the means ± SEM from three independent 
experiments of triplicates, *** p < 0.001. 
 
In summary, these studies show how the properties of four functionalized QDs with 
conserved size but varied surface ligands are differently taken up and eliminated from the human 
kidney and liver cells. The QDs investigated in the present study were internalized by endocytosis 
involving lipid rafts in human liver Hep G2 cells and kidney Hek 293 cells. Ligand-specific uptake 
through the X-AG cysteine transporter was shown to be involved in QD-CYS internalization. In 
addition, the results suggest a role of P-gp transporter in QD elimination. Further studies are 
warranted to define signal transduction pathways involved in QD uptake and elimination. 
3.4. Conclusion 
Similar to the present studies, P-gps were previously proposed to have a role in the efflux 
of hydrophobic cytokines, steroid metabolites, and lipids.35 P-gps have been found within lipid 
raft membrane domains. Cholesterol was established as one of the modulators of P-gp functions, 
suggesting the ability of cells to eliminate QDs being, at least in part, dependent on their 
cholesterol content.53 It would be interesting to extend these studies by employing cells with 
knock-downs of enzymes involved in cholesterol synthesis and metabolism as well as physical 
measurements of membrane stiffness to address the real contribution of cholesterol in QDs’ 
elimination by P-gp. We are currently exploring the role of different proteins involved in QD 
uptake and elimination by their systematic knock-down in different cell types. 
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3.5. Experimental Section 
3.5.1. Quantum Dot Preparation 
All chemicals were purchased from Sigma-Aldrich unless mentioned otherwise. 
CdSe(CdZnS) core–shell QDs were synthesized and purified based on a method developed by 
Pons et al., with some modifications as indicated below.54 Preparation of precursors: cadmium 
oxide (n moles) was mixed with tetradecylphosphonic acid (TDPA, 2.05 n moles, from PCI 
Synthesis) in 1-octadecene (ODE) for a final cadmium concentration of 0.5 M. The mixture was 
heated to 300 °C and kept at this temperature for 30 min under nitrogen, yielding a white gel with 
a melting point around 200 °C. Cadmium oleate Cd(OA)2 and zinc oleate Zn(OA)2 were prepared 
as 0.5 M stock solutions by heating cadmium oxide CdO and zinc oxide ZnO powders in oleic 
acid at 180 and 240 °C, respectively, for 1 h. The resulting solutions were then degassed at 80 °C 
under vacuum. Stock solutions of trioctylphosphine sulfide (TOPS 0.5 M) and trioctylphosphine 
selenide (TOPSe 1.0 M) were prepared by dissolution of sulfur or selenium powders in 
trioctylphosphine (TOP) at ambient temperature under inert atmosphere, followed by vortex 
agitation and sonication until all of the solid sulfur/selenium was dissolved. 
The cadmium selenide CdSe core nanoparticles were prepared by mixing a solution of 
Cd(TDPA)2 in ODE (3.2 g, 2 mmol Cd) with TOP (2 mL), oleylamine (2 mL) and octadecene (5 
mL) in a three-neck flask. The preparation was degassed for 30 min under vacuum at 70−80 °C 
and then heated to 280 °C under nitrogen. A solution of TOPSe (150 µL, 1 M) previously 
prepared was added to TOP (1 mL) and swiftly injected. The reaction mixture was kept at 230 °C 
for 10-20 min. The QD growth was controlled by dropwise injection at 1.5 mL/h of TOPSe 1 M. 
The addition was stopped when the desired QD emission wavelength was obtained (600 nm). The 
reaction mixture was cooled to room temperature. The mixture was precipitated in ethanol, 
centrifuged for 10 min at 8000 rpm and re-suspended in hexanes (9 mL) and TOP (1 mL). The 
shell of CdZnS was then added by mixing the CdSe core solution in hexanes/TOP (2 mL) with 
trioctylamine (5 mL) and successively with TOP (0.5 mL), Cd(OA)2 (0.5 M in oleic acid, 0.6 mL) 
and Zn(OA)2 (0.5 M in oleic acid, 1.2 mL). The mixture was degassed at 70−80 °C for 30 min 
under vacuum before being heated to 230 °C. TOPS solution (0.5 M in TOP, 1 mL) was then 
injected dropwise over a few minutes, and the reaction mixture was kept at 230 °C for 30 min or 
until the desired emission wavelength was obtained. The luminescence intensity increased 
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significantly upon successful formation of the shell. The nanocrystals were precipitated twice in 
ethanol and re-suspended in 10 mL of chloroform. 
3.5.2. QD Surface Modification 
Mercaptopropionic acid or dihydrolipoic acid (excess of MPA/DHLA to QDs) was added 
to a suspension of CdSe(CdZnS) in chloroform. The resulting mixture was heated to 60 °C for 1 
h. In the cases of l-cysteine and cysteamine, the ligands were first solubilized in methanol, then 
mixed with the suspension of QDs and heated to 60 °C for 1 h. The QDs were separated by 
adding ethanol to the reaction mixture, followed by centrifugation for 5 min at 8000 rpm. A 
sodium hydroxide solution (0.01 M) was used to resuspend QDs with carboxylic groups (MPA, 
DHLA, and cysteine) to improve their solubility. QD-CA was readily redispersible in deionized 
water. The precipitation step with ethanol was repeated, followed by centrifugation for 5 min at 
8000 rpm. The precipitates were kept and the ethanol was evaporated under vacuum before 
resuspending the QDs in either deionized water or aqueous NaOH (0.01 M). 
3.5.3. Zeta-Potential Measurements 
The zeta-potential of the different QD dispersions was determined at 37 °C by using a 
Malvern Zetasizer Nano ZS (Worcestershire, UK). 
3.5.4. QD Characterization by AF4/UV–Vis/MALS+DLS System 
The principle of AF4 has been described elsewhere.55 An asymmetrical flow field–flow 
fractionation (AF4) system (AF 2000 MT, Postnova Analytics) with a channel thickness of 350 
µm fitted with either a special regenerated cellulose membrane (10 kDa cutoff, RC amphiphilic, 
Z-MEM-AQU-631, Postnova Analytics) for analysis of positively charged QD-CA or a special 
polyethylene sulfonate (10 kDa cutoff, PES, Z-MEM-AQU-615, Postnova Analytics) for 
negatively charged QDs (QD-MPA, QD-DHLA, QD-Cys). The AF4 was connected to a UV–vis 
variable wavelength spectrophotometric detector (SPD-20A, Postnova Analytics), a fluorescence 
detector (RF-10AXL, Postnova Analytics), a multiangle light scattering (MALS, Dawn Heleos 8+, 
Wyatt Technology, Santa Barbara, USA), and a quasi-elastic light scattering (QELS) detector 
(WyattQELS, Wyatt Technology) which is an add-on unit connected to the 90° angle of the 
MALS Dawn Heleos 8+ detector. The MALS detector is equipped with a K5 cell and a GaAs 
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laser operating at 658 nm and takes measurements at 0.5 s intervals. Data collection and analysis 
were done using ASTRA version 5.3.4.20 (Wyatt Technology). 
3.5.5. AF4 Separation Conditions 
The carrier medium was prefiltered (0.1 µm) deionized water. After flow equilibration, the 
sample was injected with a flow rate of 0.2 mL/min (injection loop volume: 21.5 µL), followed by 
a 6 min focusing with a cross-flow rate of 1.5 mL/min and a detector flow rate of 0.5 mL/min. 
Following a 1 min transition, a two-step cross-flow rate gradient was initiated for the elution 
mode. The starting cross-flow rate (1.5 mL/min) was decreased linearly to 0 mL/min within 
20 min. The cross-flow rate was then kept constant at 0.0 mL/min for 15 min to allow elution of 
any large aggregates. The detector flow rate was kept at 0.5 mL/min throughout. All flow rates 
were controlled by the AF2000 Control software (Postnova Analytics, Salt Lake City, USA). The 
cross-flow was generated by Khloen syringe pumps (Postnova Analytics), while the axial and 
focusing flows were delivered by isocratic pumps (Postnova Analytics). The detection of the 
eluted fractionated QDs/aggregates was performed sequentially by UV absorbance at 300 nm, 
fluorescence with λex 365 nm and λem 615 nm, MALS, and DLS. Each fractogram presented is 
representative of a triplicate sample. 
3.5.6. QD Characterization by UV–Vis and Spectrofluorometry 
Suspensions in water of hydrophilic QDs were diluted to reach an absorbance of the first 
excitonic peak (590–600 nm) around 0.1. UV–vis absorbance spectra were recorded on an Agilent 
diode array spectrophotometer model 8452 A, between wavelengths of 200–800 nm. The 
empirical formulas proposed by Yu et al. were used to determine the diameter and extinction 
coefficient of cadmium selenide particles from the wavelength of their first excitonic peak (590 
nm).56 The concentration was then determined using the Beer–Lambert law. 
Fluorescence spectroscopy measurements were performed on an Eclipse instrument from 
Varian Cary. The fluorescence spectra were taken on samples diluted to an absorbance at the 
excitation wavelength less than 0.1 (monochromator excitation and emission slits were set at 5 
nm, photomultiplier voltage was set at 600 V). 
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3.5.7. Cell Cultures and Treatments 
Human embryonic kidney cells (Hek 293) (CRL-1573, ATCC) and human hepatocellular 
liver carcinoma cells (Hep G2) (HB-8065, ATCC) were cultured in Dulbecco’s modified eagle 
medium (DMEM) (Gibco) containing 10 and 5% of fetal bovine serum (Gibco), respectively. 
Cells were maintained at 37 °C, 5 % CO2 in a humidified atmosphere. Culture media contained 
1% penicillin–streptomycin (Gibco). Cells were grown in serum-containing media for 24 h before 
cell treatments. Culture medium was then aspirated, cells were washed with PBS (Gibco), QDs 
and/or drugs were added and incubated at 37 °C for the times indicated. All inhibitors were from 
Sigma, and the following concentrations and times of incubations were applied: MBCD (10 mM, 
30 min), THA (5 mM, 1 h), D,L-cysteine (0.1–2 mM, 15 min), elacridar (50 nM, 1 h), rifampin (25 
µM, 15 h). QDs (100 nM) were used in all experiments. 
3.5.8. Fluorescence Microscopy Imaging 
Cells were seeded at a density of 50,000 cells/well into 8-well chamber slides (Lab-Tek) 
and incubated with and without QDs (100 nM) for 1 h. Following QD treatment, cells were 
washed and the nucleus and plasma membranes were stained with 10 µM Hoechst 33342 
(Invitrogen) for 1 h and 2 µM PHK67 (Sigma) for 10 min, respectively. Fluorescence micrographs 
were acquired with a Leica DFC350FX monochrome digital camera connected to a Leica 
DMI4000B inverted fluorescence microscope using a DAPI-1160A filter at 63× oil immersion 
(Leica). UV (Hoechst), GFP (PKH), and CYS3 (QD) filters were used, and images were acquired 
and pseudocolored using Leica Application Suite (LAS). 
3.5.9. Determination of QD Uptake by Spectrofluorometry 
Cells were seeded at a density of 80,000 cells/well into 96 clear-bottom, black-well plates 
(Costar) and incubated with and without QDs (100 nM) for the times indicated. Following QD 
treatment, cells were washed and DMSO was added to each well. Mean fluorescent intensity was 
measured with a FLUOROstar Optima fluorometer (BGM, Labtech) with filters set to ex/em = 
355/612 nm and employing 4 × 4 matrix well scanning. 
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3.5.10. Determination of QD Efflux by Spectrofluorometry 
Cells were seeded at a density of 80,000 cells/well into 96 clear-bottom, black-well plates 
(Costar) and incubated with and without QDs (100 nM) for 3 h. Following QD treatment, cells 
were washed and fresh serum free media was added to initiate efflux for the times indicated. Cells 
were then washed, and DMSO was added to each well. Mean fluorescent intensity was measured 
with a FLUOROstar Optima fluorometer (BGM, Labtech) with filters set to ex/em = 355/612 
nm and employing 4 × 4 matrix well scanning. 
3.5.11. Determination of QD Uptake by Flame Atomic Adsorption 
(FAA) 
Standard solutions were prepared by serial diluting 1000 ppm Cd certified standard (SCP 
Science). Deionized distilled water was used as the diluent and blank. The concentration of 
cadmium from standard QD solutions (0–100 nM) was measured with a flame atomic absorption 
spectrophotometer (Perkin-Elmer AAS-700). Hek 293 cells were treated with equimolar 
concentrations of cadmium, in the form of QDs (100 nM) and CdCl2 (23.66 µM). Following 
treatment, cells were washed and detached gently by adding PBS containing 0.5% bovine serum 
albumin (BSA). Cell samples were counted, spun down, and resuspended in deionized distilled 
water for cadmium determination. 
3.5.12. Determination of QD Uptake by Flow Cytometry (FACS) 
Cells were seeded in 12-well plates (Millipore). Following QD treatment, cells were 
washed and detached gently by adding PBS containing 0.5% BSA. Samples were collected and 
analyzed by FACSAria Sorter (BD Biosciences) using PE-Texas Red (ex = 594 nm) filter and 
expressed as mean fluorescence intensity. 
3.5.13. Statistical Analysis 
Data were analyzed using SYSTAT 10 (SPSS). Statistical significance was determined by 
analysis of variance (ANOVA) followed by post hoc, Dunnett’s test, independent t-test or by one 
sample t-test where specified. Significant differences are indicated by * p < 0.05, ** p < 0.01, and 
*** p < 0.001. 
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3.7. Supplemental Information 
 
Figure 3.S1. Size distributions of differently coated QDs prepared from the same QD batch.  
Compared to the size distribution obtained from DLS measurements of filtered QD-CA (thick 
line), the AF4 results show that fractionation prior to light scattering measurements yield greater 
precision on the medium size and the size distributions of the QDs, and allows us to observe 
reproducibly slight differences in the radius of the QDs, depending on the length of their surface 
ligands. The differential weight fractions were plotted using the Astra software (Wyatt 
Technologies, USA) from the Rh data plotted as a function of elution time, with a UV-Vis 
detector to monitor the concentration of QDs. 
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Table 3.S1. Supporting Table 1 - Zeta-potential and hydrodynamic diameter of differently coated 
quantum dots (QDs) in different conditions of pH and ionic strength. All zeta-potential 
measurements were done at 37 °C on a Zetasizer Nano ZS (Malvern Instruments, UK). 








Dh = 25 ± 3.7 
nm 
-32.8 mV -33.7 mV -35.8 mV 48.25 ± 1.55 mV 
pH 4.22 [PO4] 
100mM 
(9.54 mS/cm) 
Soluble (> 7days) 









-31.4 ± 0.46 mV -30.53 ± 1.9 mV -12.1 ± 0.62 mV 6.6 ± 0.5 mV 
pH 5.5 [PO4] 
10mM 
(1.57 mS/cm) 
Soluble (> 7days) 
Dh = 20 ± 1.2 
nm 
Soluble 4-7days 
Dh = 33 ± 3.5 
nm 
Soluble 1 day 




-34.87 ± 1.53 
mV 
-42.3 ± 0.9 mV 
-33.98 ± 0.56 
mV 
15.45 ± 0.39 mV 
pH 6.5 [PO4] 
10mM 
(1.59 mS/cm) 
Soluble (> 7days) 
Dh = 17 ± 0.5 
nm 
Soluble (4-7days) 
Dh = 63 ± 1.8 
nm 
Soluble 1 day 




-35.42 ± 0.77 
mV 
-40.93 ± 1.42 
mV 
-37.48 ± 1.27 
mV 
8.61 ± 0.76 mV 
pH 7.5 [PO4] 
10mM 
(2.16 mS/cm) 
Soluble (> 7days) 
Dh = 15 ± 0.2 
nm 
Soluble (> 7days) 
Dh = 26 ± 1.0 
nm 
Soluble 3 days 




-59.65 ± 2.23 
mV 
-42.85 ± 2.26 
mV 
-40.68 ± 1.88 
mV 
1.41 ± 0.70 mV 




Soluble (> 7days) 
Dh = 18 ± 0.1 
nm 
Soluble (> 7days) 
Dh = 26 ± 3.0 
nm 
Soluble 1 day 




-26.1 ± 1.93 mV -30.43 ± 0.9 mV -28.4 ± 1.15 mV 5.53 ± 0.94 mV 











Soluble 1 day 
Dh = 84.7 ± 53 
-18.65 ± 0.44 
mV 





Figure 3.S2. Characterization of quantum dots using asymmetrical flow field-flow fractionation.  
Asymmetrical flow field-flow fractionation (AF4) fractogram of CdSe(CdZnS) QDs coated with 
mercaptopropionic acid (top), dihydrolipoic acid (center) and L-cysteine (bottom). Elution of the 
QD-MPA, QD-DHLA and QD-CYS, respectively, in a size-dependent manner (left column). 
Elution of aggregates of QD-MPA, QD-DHLA and QD-CYS, respectively (right column). 
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Figure 3.S3. Quantum dots are well tolerated in Hek 293 and Hep G2 cells up to 24 hours.  
A) Hek 293 kidney cells and B) Hep G2 liver cells were exposed to QDs (100 nM, 1-24 hrs) in 
serum free DMEM media. Following QD treatment, cellular metabolic activity was assessed using 
the Alamar blue viability assay. All vales are expressed as % metabolic activity with respect to cells 
incubated for the same time but in the absence of QDs (taken as 100%). Data points represent 
the means ± SEM from three independent experiments of triplicates. Cell number was not 
significantly reduced within 24 hours exposure to the QDs. 
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Figure 3.S4. Intracellular cadmium concentrations increase following exposure to quantum dots.  
A) Total intracellular cadmium content (µM) was assessed using flame atomic absorption (FAA) 
and the values were plotted with respect to QD concentrations (nM). B) Hek 293 cells were 
treated with QD-CYS and CdCl2 in equimolar concentrations with respect to cadmium (100 nM 
and 23.66 µM respectively). Data points represent the means ± SEM from three independent 
experiments of triplicates. Statistically significant differences from control were tested with 
independent t-tests and are indicated by *** p<0.001. 
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Figure 3.S5. QD-MBCD Interactions determined by AF4.  
A and C) AF4/UV/DLS fractograms showing the UV/Vis signal as a function of elution time for 
QD-DHLA and QD-CYS, respectively upon incubation for 3 or 5 hours at 37 °C with methyl-β-
cyclodextrine (MBCD, 10 mM in deionised water). The dots underneath the curves represent the 
hydrodynamic radii determined by the online QELS (Wyatt Technologies). The same 
fractionation method was used as previously described for all 4 QDs. B and D) Differential 
weight fraction obtained from the Rh data combined with the concentration provided by the 
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Page de liaison 
Ayant observé une stabilité faible de certains QDs dans le milieu de culture cellulaire, lors 
de notre première étude sur les modes d’internalisation dans les cellules hépatocytes et rénales, 
nous avons voulu étudier l’impact de l’agglomération des QDs dans le milieu physiologique, sur 
leur mode d’internalisation. Pour cela nous avons utilisé des cellules macrophages qui sont 
capables de phagocyter, car la phagocytose est le mode d’entrée pour les débris cellulaires et les 
particules de très grandes tailles.  
Nous avons développé une méthode d’analyse par AF4 pour mesurer la distribution de taille des 
agglomérats de QDs en fonction du temps. Comme l’agglomération est un phénomène 
dynamique, les cellules incubées avec des QDs sont exposées à des associations de QDs qui ont 
des tailles variables d’un moment à l’autre. Nous avons donc mesuré l’internalisation de QDs dans 
des cellules incubées avec des QDs pendant 1 h que nous avons comparé avec l’internalisation de 
QDs pré-incubés dans le milieu de culture cellulaire avant d’être ajoutés aux cellules. 
L’internalisation par les différents modes a été quantifiée grâce à plusieurs méthodes 
complémentaires, les résultats sont présentés sous forme d’un manuscrit dans le chapitre 4.  
  
 
Chapitre 4. Relating the Chemical and Biological Identity 
of  Quantum Dots in N9 Microglia Cells Through 
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Résumé : 
Le milieu de culture cellulaire contient des concentrations élevées en sels, vitamines et 
protéines. Cette complexité du milieu rend difficile la prédiction du devenir des nanoparticules 
dans le milieu biologique. Nous savons que la taille est un paramètre qui a une grande influence 
sur le mode d’entrée cellulaire. Les éléments du milieu peuvent altérer les propriétés de surface 
des nanomatériaux et causer leur agglomération. L’agglomération est un sujet important en 
biologie, car elle peut engendrer de la cytotoxicité nouvelle, en modifiant la biodistribution du 
nanomatériel. Pour étudier comment les nanomatériaux interagissent avec les cellules, il faut avoir 
des données précises sur la taille et sa distribution. Nous proposons le fractionnement par 
couplage flux-force (AF4) comme une technique rapide pour analyser les tailles et distributions de 
tailles de nanocristaux luminescents couverts de trois ligands différents. 
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Les trois ligands bifonctionnels sont thiolés et carboxylés, mais de longueur différents. 
L’acide mercaptopropionique (MPA) et l’acide dihydrolipoïque (DHLA) stabilisent les QDs par 
répulsion électrostatique. Le polyéthylène glycol stabilise les QDs par répulsion stérique. L’AF4 
est muni d’un spectrophotomètre UV/vis, d’un détecteur de fluorescence et d’un détecteur DLS. 
Le temps d'incubation dans le milieu de culture cellulaire, en absence et en présence de protéines 
du sérum, est varié de 5 min à 1 h avant l’analyse par AF4. Le taux et le mode d'internalisation des 
QDs est déterminé dans les cellules macrophages du système nerveux central, les microglies. Ces 
cellules sont capables de phagocytose, ce qui est pertinent pour l’internalisation d’agglomérats de 
plusieurs centaines de nanomètres. L’internalisation est quantifiée par fluorométrie et par 
spectromètre d’absorption atomique avec flamme. La localisation intracellulaire des QDs est 
observée par microscopie confocale à fluorescence.  
Nous avons découvert que les QD-DHLA s'agglomèrent peu, mais progressivement, dans 
le milieu de culture cellulaire seul. En présence de protéines, les QD-DHLA forment 
immédiatement de petits agglomérats très stables. Les QD-MPA, dans le milieu de culture 
cellulaire seul, forment deux fractions, des QDs de tailles initiales et des agglomérats de tailles très 
variées. Ces deux fractions restent inchangées au cours du temps. Par contre, l’ajout de protéines 
dans le milieu de culture cause une très forte agglomération des QD-MPA, dont les tailles 
approchent le micromètre. Les QD-PEGs restent petits et monodisperses. L’ajout de protéines 
accroît un peu le rayon hydrodynamique (5 nm). Les trois types de QDs sont internalisés par les 
cellules N9 dans le milieu cellulaire en présence et en absence de protéines du sérum. Le taux 
d’internalisation varie selon le ligand de surface avec des grandes disparités entre les QD-PEG et 
les deux autres QDs. Les QD-MPA exposés aux protéines du sérum sont internalisés par 
phagocytose préférentiellement (~40 %). Tous les autres QDs entrent majoritairement par 
l’endocytose induite par les radeaux lipidiques.  
La technique d’AF4 est adaptée à l’analyse d’échantillons de tailles polydisperses et permet 
de distinguer les nanoparticules des protéines de l’échantillon, ce qui n’est pas le cas de la DLS 
seule, car les protéines, beaucoup plus nombreuses que les nanoparticules et de tailles proches, 
peuvent être difficilement distinguables. Les résultats de tailles concordent avec les modes 
d’internalisation observés dans les cellules N9.  
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4.1. Abstract 
The in-vitro or in-vivo fate of nanoparticles is determined primarily by their size and surface 
chemistry in the biological environment, two properties that remain difficult to determine 
experimentally. In this work, we determined the size of PEGylated quantum dots (QDs) and QDs 
bearing short ligands dispersed in biological media of increasing complexity, using asymmetrical 
flow field-flow fractionation (AF4) with UV-Visible absorbance, dynamic light scattering and 
static light scattering detection. AF4 analyses, carried out over a 1-hr incubation of QDs in 
biological media, gave a precise description of the time-dependent status of QD agglomeration, as 
a function of the medium and of their initial structure in water. In parallel, we determined the 
preferred mode(s) of entry of the same QDs in N9 microglia cells using confocal fluorescence 
imaging of live cells pre-treated with pharmacological inhibitors that block specific modes of 
cellular entry. We observed an excellent correlation between the agglomeration status of QDs in 
cellular media derived from AF4 analyses and their preferred mode of cellular uptake. 
Furthermore, we report, for the first time, that QDs are transported within the N9 microglial 
protrusions from their tip towards the soma. Since N9 microglia are the main cells in the central 
nervous system that respond strongly to nanoparticles, this study provides important new insights 
into the mode of entry of particles in the brain. 
4.2. Introduction 
Cells use various modes of particle internalization and elimination to preserve their 
homeostasis.1 Routing of particles is carefully regulated through dynamic morphological changes 
of the plasma membrane and activation of signal transduction pathways.2 Luminescent semi-
conductor nanocrystals or quantum dots (QDs) are frequently used in the biomedical field for in-
vitro studies, diagnostics, and small animal imaging, in view of their high quantum yield, size-
tunable optical properties, and outstanding photostability.3-5 Their cellular internalization involves 
multiple endocytotic pathways, such as clathrin and lipid raft-dependent endocytosis, as well as 
specific receptor-mediated endocytosis. PEGylated QDs are routinely used for in-vitro and in-vivo 
imaging due to their excellent stability in water and the ability of PEG chains to reduce non-
specific binding and to alleviate cytotoxicity. Moreover PEGs with functional end groups are 
convenient handles for conjugation of targeting groups or drugs, thus facilitating biomedical 
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applications. Zhang et al. reported recently that PEGylated QDs with different end groups trigger 
different endocytic pathways in human pulmonary epithelial cells and macrophages culture in 
serum-free media.6 QDs bearing short ligand are also useful bioimaging tools. As prepared, short-
ligand QDs are smaller than PEGylated QDs. Their small size is expected to facilitate their 
elimination during in-vivo studies. This may not be the case, since the size of QDs in cellular media 
and in-vivo, their “biological identity”, may in fact be quite different from their size determined by 
standard analytical tools, such as dynamic light scattering (DLS). Proteins present in biological 
fluids tend to adsorb onto the QD surface and to modify their surface properties and size.7-13 
Protein-coated QDs often associate into larger assemblies of broad size distribution and 
undefined surface chemistry.14  
In order to interpret properly cellular mechanistic studies and diagnostic assays, it is 
necessary to know the size of QDs in the cell culture medium employed.8, 15 Currently, there is no 
simple, reliable method to determine the size of QDs in complex cellular media. Transmission 
electron microscopy (TEM) can be used to monitor the location and state of agglomeration of 
QDs in cells, but only for fixed cells, which cannot be used for further biological studies.16-18 
Confocal fluorescence microscopy is the tool of choice to follow the fate of QDs in live cells, but 
its spatial resolution is not sufficient to determine accurately the size of QDs in cells.2, 19 
Fluorescence correlation spectroscopy was applied recently to monitor the concentration, 
distribution, and dynamics of QDs in living cells. It may prove to be very useful once the 
technique becomes readily accessible, but currently there is no standard analytical method to 
assess the size of QDs in relevant biological milieus.20-26 So far asymmetrical flow field-flow 
fractionation (AF4) has not been applied to the characterization of QDs or metallic particles in 
complex cell culture media. Yet, AF4 is a mild separation technique that permits the quantitative 
determination of the size and concentration of particles ranging in size from a few nanometers to 
several microns. It has been used to analyse QDs,27 gold,28-32 and silver nanoparticles/clusters in 
buffers.33, 34 We present here convincing evidence that there is an excellent correlation between 
the QD size data acquired by AF4 and the agglomeration status of QDs in-vitro, as inferred from 
by their preferred internalization pathways in cells.  
The cellular experiments were conducted with N9 microglia, which bear many similarities 
with primary microglia.35 Microglia are the brain “surveyors” whose main function is to maintain 
brain homeostasis by elimination of aggregated and misfolded proteins, particles, microorganisms, 
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or cellular debris from injured neurons.36 Recent studies show that microglia also play a role in 
brain remodeling throughout the normal lifespan.37 Microglia constantly move and change shape, 
from amoeboid to ramified.38 Although microglial activation is often regarded as neurotoxic, 
microglia can also be protective and facilitate functional recovery in the central nervous system. 
We used immortalized microglial cells (N9) because these cells, like primary microglia, respond to 
particulate matter.36 QD uptake by N9 microglia was examined after treatment of the cells with 
pharmacological inhibitors known to block specific nanoparticle entry modes. Specifically, we 
used chlorpromazine (CPZ), which prevents clathrin dependent pathways, cytochalasin D (CytD), 
which interferes with actin polymerization thereby inhibiting macropinocytosis39 (but likely other 
modes too), Y-27632, which blocks the Rho kinase pathway involved in pinocytosis,40 methyl-β-
cyclodextrin (MBCD), which extracts cholesterol from the plasma membrane thereby depleting 
lipid rafts and strongly inhibiting both caveolae and receptor mediated internalization,39 and SB-
203580, an inhibitor of phagocytosis. Effectively, the inhibitors screen QDs and QD 
agglomerates according to their size as they encounter the outer cell membrane. Using relatively 
simple serum-containing media to illustrate how the high salt concentration and protein content 
in the QD environment change the QD agglomeration state, we demonstrate that there is an 
excellent relationship between the size of QDs in these media, measured by AF4 analysis, and 
their preferred mode of cellular uptake. The robustness of the AF4 technique is such that it can 
be used to monitor the agglomeration of QDs and other nanoparticles in more complex media. 
4.3. Results and Discussion 
4.3.1. Characterization of the QDs.  
The structure, spectral characteristics, size, and charge of the QDs employed here are 
given in Figure 4.1. The QDs were prepared by conventional ligand exchange, starting with 
CdSe(CdZnS) nanocrystals (core diameter ~ 7 nm) obtained according to standard protocols.41 
The ligands were mercaptopropionic acid (MPA), dihydrolipoic acid (DHLA), and α-carboxyl-ω-
mercapto-poly(ethylene glycol) (PEG-COOH), all of which are commonly used for in-vitro 
studies.42, 43 All QDs were negatively charged in water in Dulbecco’s modified Eagle’s medium 
(DMEM) supplemented with FBS (5 %) and in serum-free DMEM. The ζ-potential of QD-
DHLA and QD-MPA in phosphate buffered saline (10 mM, pH 7.4) were slightly negative (ionic 
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strength: 137 mM), and also slightly negative in DMEM (ionic strength 130 mM) and in FBS-
DMEM. In agreement with previous reports, the ζ-potential of PEGylated QDs was slightly 
negative in phosphate buffered saline (10 mM, pH 7.4) and kept the same value in DMEM and 
FBS-DMEM. 
 
Figure 4.1. QD physicochemical characterization.  
(A) Schematic structures of the quantum dots bearing mercaptopropionic acid (MPA), 
dihydrolipoic acid (DHLA), or poly(ethylene glycol-COOH) (PEG-COOH, 5000 Da). (B) Median 
hydrodynamic diameter, determined by DLS, and zeta-potential, measured using a Zetasizer Nano 
ZS of the QDs in 10 mM phosphate buffered saline (pH 7.4, 137 mM NaCl), DMEM (pH 7.2) 
and DMEM + 5% FBS (pH 7.2). (C) Absorption and emission spectra of QD-DHLA in water 
(λexc 365 nm. (D) AF4 fractograms monitored by UV absorbance (280 nm, full line, left axis) and 
DLS (Dh, blue open circles, right axis) for QD-DHLA in water, and after a 5-min incubation in 
DMEM and in DMEM + 5 % FBS. 
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The agglomeration status of QDs dispersed in water, DMEM, and FBS-DMEM was 
evaluated by AF4 analysis using an instrument equipped with a UV-visible absorbance detector 
acting as concentration detector, a multiangle light scattering (MALS) detector and a dynamic 
light scattering (DLS) detector that yield, respectively, the gyration and hydrodynamic diameters 
(Dg and Dh) of the eluting nanoparticles. AF4 separation principles and details of the 
measurements are reported elsewhere.31, 44 The elution profiles (fractograms) recorded for QD-
DHLA dispersed in water and after a 5-min incubation in DMEM or DMEM-FBS are presented 
in Figure 4.1D. The median Dh values, which correspond to the Dh at the maximum elution 
determined by the UV-vis detector, are given in Figure 4.1B. The UV-absorbance fractograms (λ 
= 280 nm, black line) feature bands after ~ 7 and ~ 10 min, for QD-DHLA in water and in 
DMEM + 5 % FBS (Figure 4.1D, left and right panels). The bands correspond, respectively, to 
the elution of nanoparticles of Dh ~ 12 nm and 24 nm, as determined by DLS (blue open circles, 
Figure 4.1D). A small fraction of agglomerated QD-DHLAs in water (~ 6 weight %) eluted at 
very long times (~ 24 min) (not shown in Figure 4.1D, see fractogram in Figure 4.S1). The 
fractogram of QD-DHLA incubated with FBS-DMEM (Figure 4.1D, right panel) presents two 
bands: (i) a band at very short time (3.75 min, Dh 7 nm), corresponding to the elution of the 
proteins present in FBS and (ii) a broad band with a maximum at ~ 10 min and a shoulder at long 
elution times corresponding to the elution of particles of Dh ranging from ~ 16-20 nm to nearly 
80 nm. The broad size distribution is indicative of the formation of assemblies of 2 to 5 QDs, 
presumably kept together by adsorbed serum proteins. QD-MPAs also showed a tendency 
towards association in FBS-DMEM, whereas the QD-PEG-COOH retained their original size (~ 
31 nm) (Figure 4.1B). 
Protein/nanoparticle interactions and nanoparticle agglomeration in serum or cell culture 
media are dynamic processes.45, 46 Therefore, we monitored by AF4, the evolution of the size of 
the QDs as a function of their incubation time (5 min to 1 hr) in FBS-DMEM and in DMEM. 
Representative fractograms are presented in Figure 4.2. As described above, QD-DHLA show a 
strong tendency towards association in small clusters immediately upon exposure to DMEM-FBS. 
From the shape of the broad band in the time-dependent fractograms shown in Figure 4.2A, we 
conclude that the agglomeration status of QD-DHLA does not change with time to any 
significant extent, indicating that the protein corona surrounding QD-DHLA particles stabilizes 
them against further agglomeration, in accordance with previous reports by Murdock et al.23 QD-
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MPA dispersions also underwent immediate agglomeration upon treatment with DMEM-FBS 
(Figure 4.2C). During the first 5 min of incubation, all QD-MPAs were incorporated into larger 
agglomerates, ranging in size from 5 to 130 nm; further incubation led to the formation of 
increasingly large agglomerates. After a 1 hr-incubation most agglomerates eluted at times 
exceeding 20 min. Their size ranged from 140 nm < Rh < 1000 nm. Panel E in Figure 4.2 and 
Figure 4.S2 present fractograms recorded for QD-PEG-COOH incubated in DMEM-FBS. The 
elution band has a tail of ~ 0.5 min on the long elution time side. It corresponds to an increase in 
Dh of ~ 10 nm (Figure 4.S2). It would appear that the PEG corona surrounding the nanocrystals 
does not entirely prevent protein adsorption, as suggested previously.7, 8, 47 Yet, the limited amount 
of adsorbed proteins has no deleterious consequences on the dispersion stability of PEGylated 
QDs, as confirmed by the absence of signals in the long elution time sections of the fractograms.  
Panels B, D, and F of Figure 4.2 display the time-dependent UV-absorbance fractograms 
recorded for QDs dispersed in DMEM. In the case of QD-DHLA the elution pattern changed 
gradually as a function of time: after a 30-min incubation, a shoulder appeared on the long elution 
time side of the QD-DHLA elution band. Its intensity increased gradually with time. After a 1hr-
incubation, the Dh values of QD-DHLA agglomerates ranged from 11 to 60 nm. Samples of QD-
MPA, also, proved to have little resistance against agglomeration in DMEM (Figure 4.2D). After a 
5-min incubation, a large fraction of QD-MPAs formed agglomerates (10 nm < Dh < 80 nm). 
QD-MPA association continues with increasing incubation time, but the size of the agglomerates 
does not change significantly over time, in contrast with the case of QD-DHLA. MPA ligands are 
attached to the QD surface through a monodentate thiol bond, while the DHLA linkage is 
bidentate and bulkier. It has been suggested that the ligand packing density is higher in the case of 
QD-MPA, compared to QD-DHLA.48, 49 The enhanced stability of QD-MPA in DMEM, 
compared to QD-DHLA, may be due to the tighter ligand packing. In the presence of serum 
proteins, the situation is different: the lower packing density of DHLA, vs. MPA, leaves more 
space available for the adsorption of proteins, which can enhance the long-term stability of QDs 
against agglomeration. Fractograms recorded for QD-PEG-COOH incubated in DMEM (Figure 
4.2F) revealed that the size of QD-PEG-COOH did not change significantly within 1 hr. 




Figure 4.2. AF4 fractograms of QD suspensions in DMEM (left) and serum-containing DMEM 
(right) monitored by UV-absorbance at 280 nm for (A) QD-DHLA, (B) QD-MPA, and (C) QD-
PEG-COOH after incubation times of 5 min, 30 min,  and 1 hr.  
In each panel, the backmost fractogram corresponds to the elution of QDs in deionized water. 
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4.3.2. Internalization of QDs in N9 Microglia: Time Dependence 
Using a combination of confocal fluorescence microscopy and phase contrast imaging, we 
examined qualitatively the extent of QD internalization by N9 microglia within the course of 1 hr 
and confirmed that the three QD types were internalized by N9 microglia in DMEM and 
DMEM-FBS. Microglia adopt various shapes depending on their environment. Characteristically, 
they feature many ramifications, which are readily visible in confocal micrographs of N9 microglia 
labelled with a green membrane-specific dye (PKH). In Figure 4.3A, we present depth-dependent 
micrographs of N9 microglia in DMEM after a 1hr-treatment with QD-MPA (red emitting). Z-
stack slices were taken at 0.64 μm intervals, starting from the surface of the coverslip (left-hand 
side of Figure 4.3A). Membrane ruffling is observed in most sections. During the membrane 
ruffling, there is extensive actin filament reorganization involving activation of p38 signal 
transduction pathway.50 The QD-MPA agglomerates accumulate primarily near the tips of the 
ramifications (white arrows), although QD-MPA agglomerates are also observed in the cell body 
(yellow arrows). By examining confocal micrographs taken at various times following injection of 
QD-MPAs, we observed that QD-MPA are transported within the microglial protrusions from 
their tip towards the soma. Micrographs, recorded within a single focal plan after various time 
lapses are presented in Figure 4.3B. The same protrusion section examined at times 0, 10 and 50 
min, is outlined by a white rectangle on the left-hand micrographs that present a wide observation 
area. Within 50 min, the specific QD agglomerate indicated by the white arrows moved towards 
the soma (rate: 90.5 ± 10 nm/min), by reference to a fixed point, indicated by yellow arrows. 
Anterograde and retrograde movements of intracellular organelles in neurites and axons have 
been frequently reported, particularly mitochondria and vesicles.51, 52 
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Figure 4.3. Cell uptake of QD-MPA in N9 microglia: location and directionality.  
(A) Live cell fluorescence confocal micrographs of N9 microglia incubated with QD-MPA (100 
nM) for 1hr in DMEM. The plasma membrane is labelled in green (PKH) and QDs are visible in 
red. Z-stack slices were taken at 0.64 µm intervals (from left to right) starting from the surface of 
the coverslip. Note regions of QD agglomerate accumulation primarily near the tips of microglia 
ramified processes (white arrows) as well as in the cell body (yellow arrows). (B) Time course of 
QD uptake. All confocal images are from the same z-stack. Superpositions of phase contrast and 
fluorescence images are presented in the middle column, the scale bar representing 30 μm applies 
for all three phase contrast images. Regions of interest are highlighted in yellow and zoomed in in 
the last column. Internalized QD-MPA travel towards the microglia cell body 0, 10, and 50 
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minutes post QD-MPA treatment (100 nM). The QDs monitored are indicated by white arrows. 
The distance between the representative QDs and a fixed reference point (green arrow) is 
reported. Representative pictures are selected from triplicates of at least 3 independent 
experiments. Scale bars represent 20 µm. 
 
4.3.3. Internalization of QDs in N9 Microglia: QD Ligand Dependence 
To study the preferred endocytotic pathways adopted by QDs bearing different ligands, 
the N9 microglia were pretreated with pharmacological inhibitors used in concentrations non-
toxic to the cells (Figure 4.S4). We confirmed also that the inhibitors did not interact with the 
QDs and did not affect their dispersions stability (Figure 4.S5). The percent uptake inhibition 
caused by each inhibitor was determined fluorometrically for N9 microglia exposed to each type 
of QDs for 1hr in either DMEM-FBS (Figure 4.4A) or DMEM (Figure 4.4B). Blocking 
phagocytosis with SB-203580 reduced the uptake of QD-MPA by N9 microglia by nearly 50 % in 
the presence of serum proteins, but it had no significant effect on the uptake of QD-DHLA and 
QD-PEG-COOH under the same conditions. The effect of SB-203580 on QD-MPA uptake by 
N9 microglia in serum-free DMEM was noticeable, but the % uptake inhibition was much lower 
(~ 15 %). Disrupting lipid rafts with MBCD markedly attenuated the uptake of all QDs by N9 
microglia cultured with or without serum. Blocking clathrin through CPZ slightly decreased QD-
MPA uptake by cells in DMEM-FBS, but did not affect uptake of QD-DHLA and QD-PEG-
COOH. The macropinocytosis inhibitor CytD slightly affected uptake of QD-DHLA and QD-
MPA in serum-free DMEM, but had no effect in the presence of serum protein. These data 
confirm that the internalization of all QDs examined here, including the PEGylated sample, relies 
significantly on lipid raft-dependent endocytosis, as reported earlier.6, 27 They also give a strong 
indication that the internalization of QD-MPAs in N9 microglia primarily involves phagocytosis 
for cells cultured in the presence of serum.  
Confocal fluorescence micrographs of QD-treated N9 microglia cells cultured in FBS-
DMEM and DMEM are presented in Figures 4.5A and 4.5B, respectively. Micrographs in the top 
row of panels A and B present QD-treated cells without inhibitor; the bottom row of each panel 
presents images of cells treated with the phagocytosis inhibitor SB-203580. Micrographs of cells 
in FBS-DMEM treated with QD-DHLA and QD-PEG-COOH present small luminescent 
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clusters distributed in the periphery of the cytoplasm, whereas QD-MPA are found inside the 
cells as large luminescent clumps (Figure 4.5A). Cells cultured in serum-free DMEM also 
internalize all three QD types (Figure 4.5B) but in this case QD-DHLA form large assemblies, 
whereas QD-MPA particles form much smaller assemblies distributed mainly in the proximity of 
the inner plasma membrane. These observations are in full agreement with results of AF4 
measurements, which indicate that QD-MPA in DMEM form smaller agglomerates, compared to 
FBS-DMEM, whereas the opposite is true in the case of QD-DHLA (Figure 4.2).  
 
Figure 4.4. Fluorometric assessment of QD uptake inhibition in N9 microglia in DMEM + 5 % 
FBS (A) and DMEM (B) incubated with QD-DHLA, QD-MPA and QD-PEG-COOH (100 nM; 
1 hr) following pre-incubation with MBCD (5 mM), CPZ (5 µM), CytoD (5 µM), SB-203580 
(10 µM), and Y-27632 (10 µM) for 1 hr.  
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The QD uptake inhibition % was calculated with respect to the QD uptake in the absence of 
inhibitor (set to 100 % uptake). The data represent the means ± SEM (n = 9). *p≤0.05, **p≤0.01, 
***p≤0.001. 
 
Turning our attention to micrographs of cells pre-treated with SB-203580 prior to 
exposure to QDs. For N9 microglia cultured in the presence of serum (Figure 4.5A), small QD-
DHLA assemblies are detected within the cell, embedded in the plasma membrane, and on the 
outer surface of the membrane, indicating that a fraction of the QD-DHLAs cannot enter the 
cell. In contrast, it appears that nearly all the QD-MPA population is either adsorbed on the outer 
cell surface or imbedded in the plasma membrane, as reflected by the yellow colour of the 
membrane, which indicate co-localization of the red QDs and the membrane labelled with the 
green-emitting dye. Only a very small proportion of QD-MPA is found intracellularly. We note 
also that the phagocytosis inhibitor does not restrict the uptake of QD-PEG-COOH by N9 
microglia cells in FBS-DMEM. The situation is quite different when N9 microglia pre-treated 
with SB-203580 and cultured in DMEM in the absence of serum are exposed to QDs (Figure 
4.5B, bottom row). In this case, most of the QD-DHLAs enter the cell and reside within the cell 
cytoplasm. Only a few QD-DHLA assemblies can be seen on the outer membrane surface. In 
contrast, QD-MPAs are not taken up by the cells. They are retained on the outer plasma 
membrane surface or embedded in the membrane. The Cd2+ concentration within N9-microglia 
treated with QDs under various conditions was measured by graphite furnace atomic absorption 
spectrometry. Their values are presented graphically on the right-hand side of Figure 4.5 in the 
cases of QD-MPA-treated cells pre-incubated with SB-203580, or without inhibitor. The 
intracellular Cd2+ concentration was significantly reduced for cells pretreated with the 
phagocytosis inhibitor and cultured in serum, confirming the visual assessments of micrographs 
and the fluorimetric data presented in Figure 4.4. They are also in good agreement with AF4 data 
that indicate that QD-MPA form agglomerates very rapidly in DMEM, whereas the 
agglomeration rate of QD-DHLA nanoparticles is slower (Figure 4.2). 
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Figure 4.5. Live cell fluorescence confocal micrographs of N9 microglia incubated with QD-
DHLA, QD-MPA and QD-PEG-COOH (100 nM; 1 hr) in FBS-DMEM (A) or DMEM (B).  
The cells were pre-treated, or not, with SB-203580 (10 μM), inhibitor of phagocytosis. The plasma 
membrane is labelled in green (PKH) and QDs are visible in red. Representative pictures are 
selected from triplicates of at least 3 independent experiments. Scale bars represent 20 µm. (right 
column) Intracellular cadmium content determined by graphite furnace atomic absorption 
spectrometry. 
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4.4. Experimental Section 
4.4.1. Materials and Instrumentation 
Water was deionized using a Millipore Milli-Q system. All chemicals were purchased from 
Sigma-Aldrich, unless specified otherwise. Dihydrolipoic acid (DHLA) was prepared by reduction 
of thioctic acid following a known procedure.42 α-Carboxyl-ω-mercapto poly(ethylene glycol) (HS-
PEG-COOH, Mw 5,000 Da) was obtained from Iris Biotech. Chemicals were used without 
further purification unless otherwise stated.  
4.4.2. Quantum Dots 
TOP/TOPO-coated CdSe(CdZnS) core–shell QDs were synthesized and purified by a 
protocol described in detail elsewhere.27, 41 They were stored as a suspension in chloroform prior 
use.  Mercaptopropionic acid (MPA) and dihydrolipoic acid (DHLA)–modified QDs were 
prepared as described previously.27 QD-PEG-COOH nanoparticles were prepared from 
TOP/TOPO-coated CdSe(CdZnS) core–shell nanoparticles synthesized and purified as described 
in detail elsewhere.27, 41 A suspension of QD-TOP/TOPO in chloroform (~ 500 mL, ~ 5 µM) 
was treated with an excess ethanol (5 mL). The resulting turbid solution was subjected to 
centrifugation (5 min, 1,900 g, room temperature). The pellet was treated with HS-PEG-COOH 
(~ 0.5 g) and ethanol (~ 0.5 mL). The mixture was purged with N2 for 10 min in a sealed vial. It 
was heated to 60 °C and kept at this temperature for 3 hr while stirring. A mixed solution of 
hexane, ethanol and chloroform (11:10:1 v/v/v, 22 mL) was added to the cooled reaction 
mixture. The resulting turbid mixture was subjected to centrifugation (5 min, 1,900 g, room 
temperature). The pellet was resuspended in deionized water (5 mL). It was filtered through a 
Millex-LCR filter. The filtrate was diluted with deionized water (15 mL) and concentrated with an 
Amicon Ultra-15 centrifugal filter unit. Two more filtrations were performed to remove unbound 
ligand. The concentrated phase was diluted with deionized water (~ 1-2 mL) and kept refrigerated 
(~ 4 °C) until use. The UV-Vis absorbance spectrum of the QDs was recorded on an Agilent 
diode array spectrometer model 8452 A. Photoluminescence measurements were performed on 
an Eclipse fluorescence spectrometer from Varian Cary (excitation and emission slits: 5 nm; ex 
365 nm). TEM studies were performed on a FEI Tecnai 12, 120 kV transmission electron 
microscope equipped with an AMT XR80C CCD Camera System. Samples were deposited from 
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dispersions in water or CHCl3 onto Formvar-coated copper grids or a polymer-coated carbon 
grids. ζ-potentials were measured on a Malvern Zetasizer Nano ZS (Worcestershire, UK). 
Suspensions of QDs (absorbance ~ 0.1 at 590-600 nm) in DMEM and FBS-DMEM for 
AF4 analysis were prepared by dilution of a stock solution in deionized water. Their concentration 
was calculated using an empirical correlation between optical absorption, particle size, and 
concentration.53 The solutions were diluted to a concentration of 200 nM (nanoparticles).  
4.4.3. Asymmetrical Flow Field-Flow Fractionation  
An asymmetrical flow field-flow fractionation (AF4) system (AF 2000 MT, Postnova 
Analytics, Salt Lake City, USA) with a channel thickness of 350 µm and controlled by the AF2000 
Control software (Postnova Analytics, Salt Lake City, USA) was used. The cross-flow was 
generated by Khloen syringe pumps (Postnova Analytics) while the axial and focusing flows were 
delivered by isocratic pumps (PN1130, Postnova Analytics). The system was connected to a UV-
Vis. variable wavelength spectrophotometric detector (SPD-20A, Postnova Analytics), a 
fluorescence detector (RF-10AXL, Postnova Analytics), a multi-angle light scattering (MALS, 
Dawn Heleos 8+, Wyatt Technology, Santa Barbara, USA), and a quasi-elastic light scattering 
(QELS) detector (WyattQELS, Wyatt Technology) which is an add-on unit connected to the 90° 
angle of the MALS Dawn Heleos 8+ detector. The MALS was equipped with a K5 cell and a 
GaAs laser operating at 658 nm. It takes measurements at 1 s intervals. Data collection and 
analysis were done using the ASTRA software version 5.3.4.20 provided by Wyatt Technology. A 
regenerated cellulose membrane (Z-MEM-AQU-627, Mw cut-off 10 kDa, Postnova Analytics) was 
used throughout. 
Separation protocol: The carrier medium (1 mM phosphate buffer, pH 7.4) was filtered 
through a 0.1 µm Whatman filter prior to use. After flow equilibration, the sample was injected 
with a flow rate of 0.2 mL/min (injection loop volume: 21.5 µL), followed by a 5-min focusing 
period with a cross-flow rate of 1.2 mL/min and a detector flow rate of 0.3 mL/min. Following a 
1 min transition, the cross-flow rate was decreased linearly from 1.2 mL/min to 0 mL/min within 
20 minutes. The elution was continued for 10-min elution without cross-flow to allow elution of 
large agglomerates (size > 60 nm). The detector flow rate was kept at 0.3 mL/min throughout. 
The detection of the eluted fractionated QDs/agglomerates was performed sequentially by UV 
absorbance at 280 nm, fluorescence (λex 365 nm, λem 635 nm), MALS, and DLS. For MALS, data 
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from the detector positioned at a scattering angle of 108° are reported. The z-average effective 
spherical hydrodynamic radius of the eluting particles/agglomerates was determined by DLS 
based on cumulant analysis of the scattered intensity correlation functions measured across each 
eluting band. Each fractogram presented is representative of a triplicate sample. A calibration of 
the instrument with QD-DHLA samples of increasing concentration was performed first in order 
to verify that there was no sample loss due to irreversible interactions with the ultrafiltration 
membrane used as the channel wall and that the signal at the detector was proportional to the 
concentration of the sample (Figure 4.S6). 
4.4.4. Cell Culture, Stimulation, and Analysis 
Murine microglia cells (N9) were generously provided by Philippe Séguéla (Montreal 
Neurological Institute, Montreal, QC, Canada). They were maintained in Dulbecco’s Modified 
Eagle Media (DMEM, Gibco) containing 5 % of fetal bovine serum and 1 % penicillin–
streptomycin at 37 ºC, 5 % CO2 in a humidified atmosphere. Culture media was aspirated and the 
cells were washed with PBS and maintained in DMEM at 37 °C. They were treated with 
pharmacological inhibitors purchased from Sigma-Aldrich as follows: Y-27632 (10 µM, 30 min), 
SB-203580 (10 µM, 30 min), methyl-β-cyclodextrin (5 mM, 30 min), chlorpromazine (5 μM, 30 
min) and cytochalasin D (5 μM, 30 min). Subsequently, cells were incubated with QD suspensions 
in deionized water (100 nM) for 60 minutes in cell culture media (DMEM), in the presence and 
absence of 5 % FBS as indicated.  Subsequently, cells were washed with a PBS/citric acid solution 
(pH 5.4) to remove QDs weakly bound to cells by non-specific interactions. For fluorescence 
confocal microscopy imaging, cells were seeded at a density of 20,000 cells/well onto rat tail 
collagen (Invitrogen) coated cover slips (Fisher) and incubated with/without inhibitors as 
described above. At the end of the treatment, plasma membranes were labelled with 2 µM 
PHK67 (Sigma) for 15 minutes, and subsequently washed with PBS containing 1 % BSA (Sigma) 
for 5 minutes. Fluorescence micrographs were acquired with a Zeiss LSM 710 confocal 
microscope using Zeiss Zen imaging software. For fluorometric  determination of QD uptake, 
cells were seeded at a density of 80,000 cells/well into 96 clear bottom, black well plate (Costar) 
and incubated with/without QDs (100 nM) following incubation in presence/absence of 
inhibitors. Following QD treatment, cells were washed and DMSO was added to each well. The 
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mean fluorescent intensity was measured with a FLUOROstar Optima fluorimeter (BGM, 
Labtech) with filters set to exc/em = 355/612 nm, employing 4x4 matrix well scanning. 
4.4.5. Quantitative Cd2+ Analysis by Flame Atomic Absorption (FAA)  
Standard Cd2+ solutions were prepared by diluting a certified standard (SCP Science) Cd2+ 
solution (1000 ppm) with deionized water. The concentration of Cd2+ from standard QD 
solutions (0-100 nM) was measured with a graphite furnace atomic absorption spectrophotometer 
(Perkin Elmer AAS-700). Cells were seeded at a density of 1,000,000 cells/well into 6 well plates 
(Sarstedt) and incubated with equimolar concentrations of QDs (100 nM nanoparticle 
concentration). Following treatment, cells were washed and detached gently by adding PBS 
containing 0.5 % bovine serum albumin (BSA). Cell samples were counted, spun down and re-
suspended in deionized distilled water for determination of cadmium concentration. 
4.4.6. Statistical Analysis  
Data were analyzed using SYSTAT 10 (SPSS). Statistical significance was determined by 
analysis of variance (ANOVA) followed by post hoc, Dunnett’s test, independent t-test or by one 
sample t-test where specified. Significant differences are indicated by * p<0.05, ** p<0.01, and 
*** p<0.001. 
4.5. Conclusion  
The responses of cells to QDs are determined by the physicochemical properties of the 
QDs’ surface ligands. These properties change when QDs are exposed to biological media 
because of interactions between the ligands and various components of the media. The present 
studies examined these interactions, and consequent changes in cellular responses. 
We combined several complementary approaches: (i) AF4 for the separation and 
characterization of the QD agglomeration status, (ii) confocal imaging to visualize in-vitro the 
agglomeration state of the same QDs in simple and complex media and to determine the 
localization in microglia of these now physically-altered nanocrystals, and (iii) pharmacological 
manipulations to block selected routes of QD internalization by microglia cells. The N9 microglia 
cells were selected because they are the main cells in the central nervous system that respond 
strongly to biological and “artificial” aggregates (i.e. man-made nanostructures which self-
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assemble into aggregates either spontaneously or intentionally in a controlled manner) and serve 
as biological sensors in the brain. The present study proposes AF4 as a rapid, quantitative and 
reliable technique for the analyses of aggregate/agglomerate formation and stability in biologically 
relevant media, such as cell culture media supplemented with serum. In the case of QDs with 
short ligands, we observed that agglomerates are not formed to the same extent in media enriched 
with serum proteins, compared to serum-free media. This implies that the protein corona protects 
QD-DHLA against agglomeration, whereas this is not the case for QD-MPA. 
Although we used relatively simple media to illustrate how the high salt concentration and 
protein content in the QD environment change the QD agglomeration state, the robustness of 
AF4 is such that it can be used to monitor the agglomeration of QDs and other nanoparticles in 
more complex media. The important concept is that the biological identity of a nanoparticle 
rather than its chemical identity will determine the cell response. This concept is valid for any in-
vitro or in-vivo study using nanoparticles. It is applicable to very complex cellular environments 
where the acquired biological QD identity is even more profoundly altered. However, 
determination of essential parameters of each ligand and of the QD itself in its initial, chemically 
defined state, is critical for making predictions of the possible extent and kind of interactions of 
nanocrystals with biological molecules, thereby allowing the prediction of at least some of the 
consequent biological responses. Proteomic analyses of QDs exposed to different proteins, not 
only from serum, but also from different cellular compartments, are now needed and we are 
pursuing this line of research. Some initial observations establishing the types of proteins 
interacting with QDs in-vitro have been already made.7, 8 The next step will be to extend these 
kinds of analyses so as to provide not only qualitative, but also quantitative, data in order to 
establish the QD biological identity. Such information is critically important for the prediction of 
agglomerate formation in intracellular and extracellular compartments, and their impact on 
cellular functions. This is particularly relevant to the brain because it is so readily accessed by 
nanocrystals, accidentally or intentionally.  
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4.7. Supplemental Information 
 
Figure 4.S1. AF4/UV/MALS/QELS fractograms of QD-DHLA, QD-MPA and QD-PEG-
COOH suspended in deionized water.  
The fractograms report the UV absorption at 280 nm (black solid line), MALS (red dashed line) 
and z-averaged hydrodynamic radius, Rh (blue open circles), as function of elution time. 
Phosphate buffer (1 mM, pH 7.4) was used as an eluent and 21.5 μL of a 200 nM solution of 





Figure 4.S2. Fractograms of QD-PEG-COOH monitored by UV-Vis absorbance at 280 nm 
(black and grey lines) and hydrodynamic radii of the eluting species (full dots: QD-PEG in water; 
open squares: QD-PEG in FBS-DMEM).  
The QDs were incubated in deionized (DI) water or FBS-DMEM for 30 min before injection in 
the AF4 instrument. The UV-Vis fractogram of FBS-DMEM alone is also reported for 
comparison. It is superimposed with the peak at 5 min of QD-PEG in FBS-DMEM. Eluent: 
phosphate buffer (pH 7.4, 1 mM). 
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Figure 4.S3. Live cell confocal microscopy of N9 microglia cells incubated with QD-MPA (100 
nM; 1 hr) in A) serum containing media (DMEM + 5 % FBS) and B) serum free media (DMEM).  
Representative images are selected from triplicates of at least 3 independent experiments. 3D 
reconstructions (top left panel) were made by compiling 20 z-stacks (0.64 µM intervals), with 
orthogonal sectioning shown (top right panel). Individual z-stacks are shown (bottom panel). 





Figure 4.S4. Cell viability of N9 cells exposed to 3 types of QD after pre-treatment with inhibitors 
of internalization.  
N9 cells were pre-treated with inhibitors of internalization (MBCD, CPZ, CytD, SB-203580 and 
Y-27632) for 1 hr, followed by incubation with QDs for 1 hr (100 nM). Cell viability was 
measured using the MTT cell viability assay and expressed as relative cell viability with respect to 




Figure 4.S5. AF4/UV-VIS fractograms of three differently coated QDs (from back to front: QD-
PEG-COOH, QD-MPA, QD-DHLA) in deionized water (DI) with or without SB-203580 (10 







Figure 4.S6. Calibration of the AF4 instrument using increasing concentrations of QD-DHLA 
suspended in deionized water.  
The concentration of the QDs was determined by measuring the absorbance at the first excitonic 
peak.53 Linear relationship between the area under the curve measured of the QD-DHLA in water 
and the concentration of the solution injected over the range of 7.8 nM to over 261 nM. Eluent is 
phosphate buffer (pH 7.4, 1 mM). 
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Page de liaison 
Dans le chapitre 3, nous avons analysé l’effet de l’agglomération de QDs sur leur 
internalisation dans les cellules microgliales N9. Les cellules N9 sont responsables de la 
surveillance du système nerveux. Elles sont donc à même d’interagir avec les nanoparticules 
administrées au cerveau. De plus, elles sont responsables de l’initiation de l’inflammation. Dans 
l’article présenté au chapitre 4, un nanosenseur a été construit pour mesurer l’activation d’une 
enzyme impliquée dans la libération de cytokines pro-inflammatoires par les cellules microgliales. 
Les molécules de LPS utilisées pour induire l’inflammation ont été marquées par des QDs afin de 
visualiser leur mode d’internalisation dans les cellules microgliales et leur localisation 
intracellulaire. Le mécanisme par lequel les nanoparticules de LPS induisent la production d’IL-1β 
a été proposé. 
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Résumé : 
L'inflammation peut avoir plusieurs origines (oligomères de protéines mal repliées, toxines 
bactériennes...). On la retrouve dans de nombreuses pathologies chroniques. La caspase-1 joue un 
rôle important dans l'initiation de l'inflammation. C’est elle qui clive la cytokine proinflammatoire 
pro-IL-1β en IL-1β qui est alors émise en dehors de la cellule. Les seuls tests qui 
existent pour mesurer l'activité de la caspase-1 sont le Western blot ou l’ELISA contre l'IL-1β et 
des tests colorimétriques ou fluorométriques. Ceux-ci ne peuvent pas être utilisés dans le vivant 
et en temps réel. Nous avons décidé d'étudier l'effet d'inflammagène sur les cellules de défense du 
système nerveux central, les microglies, avec l’aide d’un détecteur nanométrique que nous avons 
développé pour mesurer l’activité de la caspase-1. 
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Le LPS est une molécule inflammagène amphiphile qui s’assemble en nanoparticules. Il est 
utilisé pour déclencher l'inflammation. Le LPS est reconnu par les récepteurs TLR-4, qui le 
dirigent vers les lysosomes pour le dégrader. Avec des QDs nous avons pu marquer les 
nanoparticules de LPS et étudier leur mode d’entrée cellulaire dans la microglie. Les microglies 
sont très sensibles à l'effet du LPS, sous son effet, elles changent de phénotype et de morphologie. 
Le détecteur de la caspase-1 a été conçu également avec des QDs, mais ayant un pic d’émission 
différent. L’internalisation du LPS a pu être suivie dans les cellules microgliales par 
spectrofluorométrie et microscopie confocale à fluorescence. Les concentrations en IL-1β et en 
monoxyde d’azote (NO) ont été mesurées par des méthodes classiques (Griess, ELISA). Le 
détecteur fonctionne en mesurant, par spectrofluorométrie, le ratio entre la luminescence des 
QDs et celle de la rhodamine, qui est utilisée comme accepteur de FRET. Le détecteur a été 
appliqué sur des monocouches de cellules microgliales et in vivo chez la souris, avant et après 
traitement par le LPS et le LPS-QD. 
Les LPS-QD sont fortement internalisés par les cellules microgliales. Le bloqueur 
pharmacologique du TLR-4 réduit significativement l'internalisation des LPS-QD, mais ne l'abolit 
pas. Le blocage du TLR-4 réduit les niveaux de NO à leurs niveaux de base. Le LPS-QD, une fois 
internalisé, se retrouve dans les lysosomes, ce qui concorde avec le cheminement des récepteurs 
TLR-4. Le détecteur fonctionne bien sur les cultures cellulaires et chez l'animal. Il y a 
augmentation de l’activité enzymatique dans les cellules exposées au LPS et au LPS-QD par 
rapport aux contrôles. L'activité enzymatique, mesurée en nombre de substrats clivés par cellule et 
par temps, a pu être déterminée et concorde avec les résultats provenant de systèmes 
commerciaux. Le détecteur développé donne des mesures précises et reproductibles de l'activité 
de la caspase-1, tout en permettant la mesure dans un système cellulaire et in vivo en temps réel. Ce 
type de détecteur peut être adapté pour d’autres enzymes et permettrait de déterminer rapidement 




Although caspase-1 is a key participant in inflammation, there is no sensitive assay to 
measure its enzymatic activity in real time in cells or animals. Here we describe a nanosensor for 
caspase-1 ratiometric measurements, consisting of a rhodamine-labeled, caspase-1 cleavable 
peptide linked to quantum dots (QDs). Microglia cells were stimulated by lipopolysaccharide 
(LPS) and by hybrid nanoparticles LPS-QDs. These stimuli activated caspase-1 in microglia 
monolayers and in the mouse brain, while a selected caspase inhibitor markedly reduced it. LPS-
QDs entered into the lysosomal compartment and led to an enlargement of these cellular 
organelles in the exposed microglia. Both lysosomal swelling and mitochondrial impairment 
contributed to caspase-1 activation and to the consequent interleukin-1beta release. The results 
from these studies highlight how the unique properties of QDs can be used to create versatile 
bio-tools in the study of inflammation in real time in vivo. 
5.2. Introduction 
An acute inflammatory response to an insult is largely a protective cellular response. An 
unopposed acute inflammatory process persists, leading to the characteristic chronic 
inflammation. Commonly the sequel would be a deterioration of physiological function. An early 
intervention is therefore important to reduce or eliminate this undesirable consequence. To this 
end, several biomarkers of inflammation have been measured and tested; these biomarkers are 
mainly the products of enzymatic reactions. Caspase-1 is one of the most prominent of the 
enzymes involved in inflammation.1  
Inflammation can be induced by numerous exogenous agents, including airborne particles, 
biological aggregates, nanocrystals (quantum dots) and lipopolysaccharides (LPS).2 These 
inflammagens are recognized by macrophages and microglia and some of them bind to cell 
surface receptors such as Toll-like receptors (TLR). In particular, endotoxins, including LPS, bind 
TLR-4 and trigger receptor dimerization at the plasma membrane, which in turn, activate signal 
transduction cascades to induce inflammation.1 TLR-4 activation initiates both genomic and non-
genomic inflammatory responses i) by activating the transcription factor NF-κB, which 
translocates to the nucleus and induces the expression of pro-inflammatory cytokines (e.g., pro-
interleukins), and ii) by internalizing the bound endotoxin stimuli, fusing with lysosomes and 
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triggering the formation of inflammasomes (Figure 5.1A). Nod-like receptor protein-3 (NLRP-3) 
inflammasome3–6 is one of the most well-studied inflammasomes and contains the precursor pro-
caspase-1, which is cleaved following inflammatory stimuli and releases its active form, caspase-1.7 
Caspase-1 is a cysteine protease which converts pro-interleukin-1β (Pro-IL-1β) to the active 
cytokine IL-1β, which is then released extracellularly to propagate inflammatory signals.  
Lipopolysaccharides (LPS), commonly used as inducers of inflammation, are amphiphilic 
molecules found in the membranes of gram-negative bacteria, and are responsible for the 
endotoxicity of the bacteria. In non-sterile locations LPS are ubiquitous, constituting widespread 
contaminants which can easily get into contact with different nanomaterials.8–10 LPS is comprised 
of three parts, the most conserved of which, known as lipid A11 is a lipophilic group composed of 
alkyl chains localized inside the bacterial membrane. LPS is responsible for the endotoxicity of 
Gram-negative bacteria (e.g., in septic shock). The central part of LPS is a core polysaccharide 
composed of carboxylated sugar moieties, and it exhibits a net negative charge at physiological 
pH. In the presence of divalent cations (Ca2+ and Mg2+), the electrostatic interactions between the 
phosphates in lipid A and the adjacent keto-deoxyoctulosonate (Kdo) moieties, play a role in the 
high stability of the LPS molecules in the bacterial membrane. The third part of LPS is the O-
antigen group, a polysaccharide-rich chain with strain specific composition. This contributes to 
the variability of the overall LPS-induced biological activity and therefore it is of relevance when 
performing biological experiments to indicate the bacterial strain from which LPS originates (e.g., 
E. coli 0111:B4).  
Particulate and other environmental inflammagens including nanocrystals can access the 
central nervous system (CNS) in particular by way of the olfactory mucosa and the associated 
nerves which bypass the blood brain barrier.12 Microglia cells, the brain cells which first sense this 
danger, are also able to defend the brain from it.13 Under physiological conditions the main 
function of these neural cells is to provide protective patrolling of the brain; however, in the 
presence of endotoxins such as LPS they adopt the characteristics of brain macrophages in which 
caspase-1 activity becomes increased. The present studies are focused on microglia, as these are 
biological “sensors” which avidly respond to pro-inflammatory stimuli. 
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Figure 5.1. Caspase-1 activation by inflammagenic nanoparticles.  
(A) Mechanisms of caspase-1 activation in response to inflammatory stimuli. Inflammagens, 
including LPS–QDs, induce the activation of Toll-like receptor-4 (TLR-4) followed by activation 
of NLRP3 inflammasome via p38 and JNK signaling. Active caspase-1 will be released (cleaved 
from the pro-caspase 1 in the inflammasomes) and will cleave pro-IL-1β, leading to the ultimate 
release of the mature form of the pro-inflammatory cytokine (IL-1β). NF-κB signalling is also 
triggered by TLR4 receptor activation, resulting in the increased expression of inflammatory genes 
including pro-IL-1β. In addition to traditional colorimetric assays to measure enzymatic activity 
enzymes in cell lysates, we propose a nanosensor to measure caspase-1 activity in live cells and in 
animals. (B) Size determination by AF4 (asymmetrical flow field-flow fractionation)/UV/DLS of 
lipopolysaccharide–quantum dots (LPS–QD) ran in a solution of NaCl (20 mM) on a 10 kDa 
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regenerated cellulose membrane. The fractogram shows the absorbance signal at 280 nm plotted 
versus time of elution and the hydrodynamic radii in red. (C) Elemental analysis by energy 
dispersive X-ray spectroscopy (EDS). Transmission Electron Microscopy (TEM) images of LPS–
QD nanoparticles (top inset). Images were taken by the Tecnai 120 kV electron microscope using 
a CCD camera. Scale bars represent 50 nm. (bottom inset) Histogram shows the size distribution 
of LPS–QD nanoparticles as deposited and dried on Formvar-coated TEM grids (n = 120). Sizes 
were measured using the ImageJ software. EDS spectrogram was obtained on a Philips 
CM200 200 kV TEM with a Gatan Ultrascan 1000 2k × 2k CCD Camera System Model 895 and 
EDAX Genesis EDS. 
 
The standard caspase-1 activity assays (Western blots, colorimetric assays) are not suitable 
for use in living cells and their sensitivities are not high enough to detect subtle changes in the 
enzyme activity. The best available assays to date are the fluorometric ones, but even these are 
limited in sensitivity because they use organic fluorophores, and are based on fluorescence 
intensity changes rather than fluorescence lifetimes or peak ratios. Our approach is based on the 
principle of fluorescence energy transfer (FRET) between QDs (donors) and a fluorophore 
(acceptor).14–17 We anticipated that this construct has several advantages over the commercially 
available ones. Firstly, the use of QDs rather than organic fluorophores ensures a high quantum 
yield, a broad excitation spectrum and spectral tunability. Several laboratories have exploited the 
unique properties of nanostructured materials, including quantum dots (QDs), to develop tools to 
measure changes in biomarkers of different pathologies.18–20 QDs are highly luminescent 
nanocrystals with numerous possible surface modifications and emissions from blue to infrared 
spectral regions. QDs are stable, and the new preparations have improved in terms of 
cytotoxicity. However, there are still limitations to overcome.21–23 QD luminescence allows for the 
study of the biodistribution of labelled entities and also for the indirect quantification of the 
uptake of molecules of interest.24–28 
Multiple acceptors can be conjugated to one QD particle, thus decreasing the amount of 
sensor necessary for measurement. Ratiometric measurements are concentration independent and 
more sensitive than those based on fluorescence intensity changes. In our construct, 
CdSe(CdZnS) quantum dots were functionalized by a fluorescently labeled short peptide 
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containing the preferential substrate for the caspase-1, YVAD.17, 29 Upon excitation, the transfer 
of QD energy to the dye (rhodamine-B) takes place, resulting in an emission observed at the 
wavelength specific for the dye. After enzymatic cleavage of the peptide molecules, the 
rhodamine-B (acceptor) molecules are liberated and diffuse away from the QDs. FRET cannot 
take place any more, hence direct emission from the QDs takes place exclusively. Monitoring the 
ratio of the intensity of QD emission to that of rhodamine emission over time provides 
information on the rate of the caspase-1 enzyme induced substrate conversion. 
Some similar constructs have been described for several proteases,15, 17, 30–34 one of them 
being a caspase-1 sensor developed by Medintz et al.14 based on the FRET principle which occurs 
between selected QDs and organic fluorophores. We have selected rhodamine as the organic 
fluorophore and have synthesized the QDs according to the maximum absorbance wavelengths 
of rhodamine. To our knowledge, the present report is the first to describe their use in the 
monitoring of caspase-1 activity in microglial cells and in live animals. 
5.3. Results and Discussion 
The results from these studies show the physicochemical properties of modified QDs 
which can be used for the development of useful biological tools for multiple purposes including 
stimulation of neural cells and measurements of enzymatic activity in activated microglia.   
Different “danger” stimuli, from endogenous or exogenous stressors, (e.g., misfolded 
oligomerized proteins, bacterial toxins or bacteria themselves) can induce inflammatory processes 
including formation and activation of inflammasomes. Inflammasome activators often cause 
formation of mitochondria-derived reactive oxygen species (ROS)35 and lysosomal 
destabilization.36, 37 Several laboratories, including ours, have shown that QDs can induce 
excessive ROS formation38–41 and activation of microglia,42 and the release of cytokines including 
interleukin-1beta (IL-1β).43, 44 However, these earlier studies did not provide experimental 
evidence for a mechanistic link between the activation of microglia, lysosomal status, and 
activation pattern of caspase-1 together with the subsequent release of IL-1β. In the current study, 
we describe a ratiometric QD-based nanosensor for caspase-1 activity detection.  
We opted to generate a sensor for caspase-1 and then to take it one step further by using 
it both in vitro and in vivo. We first investigated the microglia responses to LPS and established the 
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properties of lipopolysaccharide (LPS)-modified QDs as inflammasome activators. Our main 
purpose of using QDs was to exploit their unique photophysical properties as integral parts of a 
caspase-1 sensor. We also established the key steps in signal transduction initiated at the plasma 
membrane from TLR-4 receptors, functional changes in the organelles (mitochondria and 
lysosomes) and caspase-1 activity. The results from the in vitro and whole animal studies establish 
a proof of principle for the effectiveness of the QD-based caspase-1 sensor to measure enzymatic 
activity in the inflamed periphery and the central nervous system.  
5.3.1. Inflammagens and Their Effects on Microglia  
In order to establish a robust and reproducible model system for caspase-1 activation 
necessary for testing the nanosensor we used microglia as model cells for the experiments in vitro. 
These cells are very sensitive to various insults and they are first to respond to them by changing 
their phenotype from surveyors to macrophage-like cells.45–47 This functional change is 
accompanied by morphological transformation from ramified to more amoeboid shape and 
production of biochemical markers of inflammation such as cytokines.48 Interleukins (e.g., IL-1 
and IL-6) are found in inflamed tissues and secreted by activated microglia exposed to 
inflammagens. IL-1β is a direct cleaving product of active caspase-1. Pro-IL-1β expression is 
initiated by TLR-4 activation; both genomic and non-genomic pathways are involved in the 
inflammatory processes of microglia (Scheme 1).49 Once IL-1β is produced and released from the 
cells, it binds to IL-1 receptors to trigger further inflammatory processes (Figure 5.1A).49    
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Scheme 5.1. LPS–QD nanoparticles lead to the activation of Toll-like receptor-4 (TLR-4).  
The uptake of large nanoassemblies leads to lysosomal rupture followed by release of cathepsin B 
into the cytosol and NLRP3 inflammasome activation. Mitochondrial ROS leads to the 
transcriptional induction of pro-IL-1β and NLRP3 mediating inflammasome activation. Active 
caspase-1 will be released and will cleave pro-IL-1β, leading to the ultimate release of the mature 
form of the pro-inflammatory cytokine (IL-1β). ROS: reactive oxygen species; RNS: reactive 
nitrogen species. 
 
We first optimized experimental conditions for microglia activation with LPS, a well-
established inflammagen in vitro and in vivo. We also employed hybrid nanoparticles LPS–QD 
nanoparticles as an additional control for activation of caspase-1 in microglia. These LPS–QDs 
containing CdSe/ZnS (2r = 5.3 nm) had comparable pyrogenicity with LPS without nanocrystals 
(100 ng/mL both, based on LPS concentration), they were photoluminescent (emission at 615 
nm) and readily dispersed in aqueous media. Asymmetrical flow field-flow fractionation (AF4) 
analysis of LPS–QD suspension indicated that they contain nanoparticles of broad size 
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distribution ranging from 50 nm to about 110 nm in hydrodynamic diameter (Figure 5.1A,B). 
Cryo-TEM (transmission electron microscopy) images of LPS–QD featured small dense dots 
distributed inside the spherical LPS structures, attributed to isolated or clustered QDs dispersed 
within the hydrophobic LPS core. Measurements of mitochondrial metabolic activity (Figure 
5.2A) clearly show that there is a significant decrease (values were normalized for cell number) in 
the microglia exposed to LPS, LPS–QDs and antimycin A (a drug control for the reduction of 
mitochondrial metabolic activity).   
 
Figure 5.2. LPS–QDs induce inflammatory effects and are taken up in microglia.  
(A) Mitochondrial metabolic activity was assessed using the MTT reduction assay. Microglia were 
left untreated (white bar, 0 time), treated with LPS–QD (10 µg/ml, 24 h), LPS (10 µg/ml, 24 h) or 
CLI-095 (CLI) a pharmacological TLR-4 receptor blocker (250 nM, 30 min) then being exposed 
to LPS–QD nanoparticles (10 µg/ml, 24 h). Percentages of metabolic activity in treated cells were 
expressed relative to controls (untreated cells, set to 100%, n = 9), Antimycin A (A.A, 1 µM, 24 h) 
was used as a negative control for MTT assay. (B) Nitric Oxide (NO) released from cells was 
measured after 24 h from treatments as described previously. (C) Confocal images (Z-stack) of 
intracellular LPS–QD (red) in microglia. Cells were treated with LPS–QD (10 µg/ml, based on 
LPS) for 24 h (in serum-free media). The extent of internalization of the LPS–QD was 
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determined spectrofluorometrically to be 11.61 ± 1.05% of the initial dose after 24 h of 
incubation (n = 3). Nuclei (blue) were labeled with Hoechst 33342 (10 µM, 10 min). Fluorescence 
(Fluo) and differential interference contrast (DIC) images were used. Confocal Z-stack images 
consist of 10 Z-slices acquired at 0.4 µm intervals. Scale bar: 20 µm (Inset: Right) Zoom-in to a 
single-cell. Scale bar: 10 µm. The white dots indicate lipid bodies. (D) Time-dependent uptake of 
LPS–QD. Microglia were left untreated (white bar, 0 time) or treated with LPS–QD (10 µg/ml) 
for 3, 6, 9 and 24 h. Mean fluorescence intensities were measured using image analysis software 
(ImageJ) and relative fluorescent intensities (RFI) were expressed as fold change with respect to 
untreated cells that were set to 1. Statistically significant differences are indicated by * p<0.05 
when compared to the untreated controls at each respective time point. (E) Effect of CLI-095 
(CLI), a pharmacological TLR-4 receptor blocker on the cellular uptake of LPS–QD 
nanoparticles. Cells were pretreated with CLI-095 (250 nM, 30 min) then exposed to LPS–QD 
nanoparticles (10 µg/ml, 24 h). Data obtained from fluorescent images shows the average number 
of LPS–QD per cell (n = 24), quantified using ImageJ software. The data are expressed as mean 
± SEM obtained from at least three independent experiments performed in triplicates. Statistically 
significant differences are indicated by * p<0.05, ** p<0.01 and *** p<0.001. 
 
Taking advantage of LPS–QD fluorescence and the ability to image them intracellularly, 
we set out to see if the relatively large size of the LPS–QD nanostructures prevented the 
internalization of LPS–QDs, a process which involves the toll-like receptor 4 (TLR-4), known to 
be essential for binding and activation of this receptor by LPS.7 The internalization of the LPS–
QD nanoparticles in N9 microglia was monitored by two complementary methods: confocal 
microscopy and multiwell plate reader with fluorescence detection. Confocal micrographs 
(Figure 5.2C) revealed large fluorescent clusters inside the cells, which could be due to 
phagocytosis of these large structures. Semi-quantitative spectrofluorometry confirmed that LPS–
QDs were indeed internalized by microglia, but at a relatively slow rate. Since the internalization 
of LPS is dependent on binding with TLR-4 receptors, we speculated that LPS–QD 
internalization could also involve TLR-4. A pharmacological TLR-4 receptor blocker, CLI-095 
was used, and pretreatment with the inhibitor significantly, but not completely, reduced the 
uptake of LPS–QDs (Figure 5.2E), suggesting additional mechanisms of internalization. 
Nanoparticle uptake into the cells can be via a combination of mechanisms mainly depending on 
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the size of the nanoparticles. Some of these mechanisms include clathrin-dependent endocytosis, 
macropinocytosis and phagocytosis.50–52 Pharmacological inhibition of mitogen activated protein 
kinase p38 activation reduced the internalization of LPS–QDs suggesting that this mode of 
internalization could have been also involved (unpublished observation). It has been reported that 
in biological media with high salt content and different proteins, phagocytosis is an internalization 
mode complementary to other internalization modes in microglia.53–55 LPS and LPS–QD 
treatments also led to a significant increase of nitric oxide (NO), a product of the induction of 
nitric oxide synthase (Figure 5.2B). Inhibition of TLR-4 reduced the level of NO released to basal 
levels, suggesting that LPS–QDs also stimulate the genomic inflammatory responses in microglia.  
We next investigated the effect of LPS and LPS–QDs on two other organelles, lipid 
bodies (LBs) and lysosomes. The rationale for investigating LBs was sparked by increasing 
evidence for this organelle to be markedly enhanced in size and number under inflammatory and 
stressful conditions.42, 56, 57 LBs have been proposed as dynamic organelles which can serve as “the 
temporary refugee camp” for proteins to protect them from hydrolytic cleavage. LPS–QDs did 
not associate with these organelles as revealed by the absence the fluorescent signal (yellow) 
indicative of LB (green, BODIPY 495/503) co-localized with LPS–QD (red) (Figure 5.3A). LPS–
QD nanoparticles were also absent from the nucleus labeled with Hoechst 33342. Lipid bodies 
were easily detectable in cells treated with LPS or LPS–QD, but there was no association between 
the QDs and LBs under any of the tested conditions (e.g., different LPS concentrations from 10 
ng/mL to 10 µg/mL and for different lengths of times of the exposure from 15 minutes to 24 
hours). These findings suggest that the increased sizes of LBs in activated microglia by LPS and 
LPS–QDs most likely resulted from the fusion of small LBs56 rather than the incorporation of 
QDs and consequential size enhancement.  
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Figure 5.3. Cellular localization of LPS–QD in microglia.  
Cells were treated with LPS–QD (10 µg/mL) for 24 h (in serum-free media). (A) Confocal Z-
stack images showing LPS–QD (red) and lipid bodies (green). Note that LPS–QDs are found in 
close proximity with the plasma membrane (arrowheads, right panel). Lipid bodies (LBs) were 
labeled with HCS LipidTOX for 30 min and nuclei (blue) were labeled with Hoechst 33342 (10 
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µM, 10 min). Z-stack images consist of 15 Z-slices acquired at 0.4 µm intervals. Scale bar: 10 µm. 
(B) Confocal image (Z-stack) of LPS–QD and LAMP-1 (green). LAMP-1 was detected by using a 
primary antibody (rabbit) to LAMP-1, followed by a secondary antibody (anti-rabbit) conjugated 
to Alexa Fluor 488. Yellow spots in the merged images suggest that LPS–QD colocalize with 
LAMP-1 (arrowheads in right panel). L = lysosomes, QD = LPS–QD, N = nucleus. Scale bar: 
10 µm. (C) 3D-reconstruction of LAMP-1 in LPS–QD treated cells. Lysosomes look aggregated 
(arrowheads) in cells treated with LPS–QD. Scale bar: 5 µm. (D) AF4 fractograms of unpurified 
LPS–QD solution containing traces of free-LPS, QD-associated LPS and large LPS agglomerates 
at different pH. The red line corresponds to the luminescence signal (λex. 365 nm, λem. 615 nm) of 
the LPS–QD in sodium chloride (10 mM) conditions, the blue line corresponds to the 
luminescence signal (λex. 365 nm, λem. 615 nm) obtained during the elution of the LPS–QD in pH 
5.0. The running buffer was 1 mM phosphate salts at pH 7.4 using a regenerated cellulose 
membrane with a 10 kDa cut-off. 
 
In contrast to the absence of co-localization of LPS–QDs with LBs, there was a 
significant co-localization with lysosomes (Figure 5.3B). Three-dimensional reconstruction from 
the z-stacks revealed overlapping fluorescence signals (14.5 % ± 2.9 %, p<0.05, yellow) 
originating from LPS–QDs (red) and LAMP1-immunopositive lysosomes (green). The 
assessment of lysosomal sizes by 3D reconstruction analysis shows that the size of lysosomes in 
LPS–QD nanoparticle-treated cells is markedly increased (1.5 ± 0.35 fold, p<0.05, Figure 5.3C) 
and they are possibly leaky because many QDs were found outside of lysosomes. Indeed the 
experiments with acridine orange confirmed the leaky lysosomes as the control (untreated cells) 
revealed both orange and green fluorescence whereas the LPS and LPS–QD-treated cells were 
predominantly emitting the fluorescence in the green spectral region (data not shown). This shift 
from orange to green has been exploited in biology for studies addressing the questions of 
lysosomal stability.58   
At physiological pH the phosphate and carboxylate groups present in the lipid-A part of 
LPS confer on the LPS–QD nanoparticles a net negative surface charge (ζ = –12.0 ± 1.2 mV). 
Neutralisation of the carboxylate groups in acidic pH enhances the hydrophobicity of the LPS–
QDs interface and triggers their agglomeration. This was confirmed by AF4 analysis of LPS–QD 
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suspensions brought to lysosomal pH (5.0) (Figure 5.3D). The fractogram featured the major 
band at elution times significantly longer than those that are characteristic of LPS–QD 
suspensions in neutral pH (Figure 5.3D), suggesting the formation of large agglomerates, reaching 
diameters of up to 1–2 µm.  
The evidence of significant swelling and agglomeration of the LPS–QD nanoparticles in 
low pH provides an explanation to how the LPS–QD may escape the lysosomal compartments. 
The considerable increase in sizes could cause the bursting of the lysosomal compartments, a 
release of their contents and activation of inflammasomes. Lysosomal instability in microglia 
exposed to the selected inflammagens in this study was revealed by leakage of acridine orange and 
in other studies by measurements of cathepsins.58, 59   
In summary, our results from AF4 measurements indicate that at low pH, comparable to 
that in lysosomes (pH 4.5–5), LPS–QD form agglomerates. Agglomeration of different biological 
and artificial materials within lysosomes commonly leads to an increase in lysosomal size and 
eventually to their destabilization,58–60 along with the activation of caspase-1 via the activation of 
inflammasomes.   
5.3.2. Caspase-1 Activation by Inflammagens and Measurements of the 
Enzyme Activity In Vitro and In Vivo 
It is well documented that LPS-activation of microglia leads to the formation of NOD like 
receptor (NLRP) inflammasomes.3 When activated, these protein complexes recruit pro-caspase-1 
which is then converted to its free, “active” caspase-1 form. The main task of the active enzyme is 
the conversion of pro-IL-1β into its mature form, IL-1β.3, 61 In LPS and LPS–QD treated 
microglia we found significantly increased levels of IL-1β as determined by ELISA assays (Figure 
5.4A).43 The viability of the cells exposed to LPS and/or LPS–QD (100 ng/ml and 10 µg/ml) in 
the presence of serum was within 10% from the control. To determine the activity of caspase-1 
which leads to the conversion of pro-IL-1β to IL-1β, we developed and employed a novel 
nanosensor. This caspase-1 nanosensor is composed of QDs and rhodamine-B molecules, 
connected through a short peptide, cleavable by caspase-1 (Figure 5.4B). The principle of the 
assay is the ratiometric measurement of QD luminescence and rhodamine fluorescence. The 
composition, size and the emission of QDs used to construct the caspase-1 sensor were: 
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CdSe(CdZnS), d = 2.7 nm, λem = 551 nm.
62 These QDs were modified by the fluorescently labeled 
short peptide, rhodamine–GRYVADYDDDDLDPATC (RCP, λex = 561 nm, λem = 582 nm) 
(Figure 5.S1). The thiol group of the first amino acid cysteine was used to bind the peptide to the 
QD surfaces. The sequence of RCP contained caspase-1 cleavable sequence YVAD.14, 17, 29 When 
the QDs are excited (λex = 355 nm), they transfer their energy to the dye molecules (rhodamine) 
and the emission is observed at the wavelength specific for the dye (590 nm) (Figure 5.4C). After 
enzymatic cleavage of the peptide molecules, the acceptor molecules are detached from the QDs, 
they no longer provide an efficient energy transfer channel to them, and the emission spectra 
changes back to that of QDs (551 nm).  
 
Figure 5.4. The principle of caspase-1 nanosensor measurement and Interleukin-1beta (IL-1β) 
release.  
(A) IL-1β cytokines released from microglia cells exposed to LPS (10 µg/ml, 24 h) or LPS–QD 
(10 µg/ml, 24 h) were measured using respective ELISA kit and expressed relative to controls 
(untreated cells, set to 1, n = 9). *** p<0.001. Cytotoxicity and cell number was assessed by 
trypan blue assay. There was no significant difference in the cell number loss between LPS and 
LPS–QD treated cells. However, there was a significant difference between the untreated and 
treated cells. (B) Schematic showing the principle of the sensor. The caspase-1 nanosensor is 
composed of QDs and rhodamine-B molecules, connected through a short peptide, cleavable by 
caspase-1. When the QDs are excited, they transfer their energy to the dye molecules and the 
emission is observed at the wavelength specific for the dye (FRET: Fluorescence Resonance 
Energy Transfer). After enzymatic cleavage of the peptide molecules, the acceptor molecules are 
detached from the QDs, they no longer provide an efficient energy transfer channel to them, and 
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the emission spectra changes back to that of QDs. (C) Emission spectra of the QDs, rhodamine-
conjugated peptide (RCP) and the QD–RCP construct (FRET). 
 
Monitoring the ratio between the emission peaks of QDs and fluorophores (IQD/IQD–RCP) 
provides information on the rate of the substrate cleavage indicative of enzyme activity (Figure 
5.5A). To assess the effectiveness of caspase-1 sensor in biological samples we first treated 
microglia cells with LPS, or with nanocrystals modified with LPS or with nanocrystals, decorated 
with dihydrolipoic acid (DHLA, as a negative control for caspase-1 activation). It was anticipated 
that only LPS or LPS-functionalized nanocrystals would activate caspase-1 whereas DHLA-
modified nanocrystals would not. The release of inflammatory mediators, nitric oxide and IL-1β, 
was not significantly different from the control in microglia treated with QD–DHLA (Figure 
5.S2), and our previous study also showed that other QDs induce a transient inflammatory 
response in microglia.42 Cell lysates collected after exposure to these treatments were used for 
measurements of caspase-1 enzymatic activity using our nanosensor. The basal caspase-1 activity 
was determined in the absence of inflammagen (untreated) microglia. The results of the peak ratio 
changes, in lysates obtained from microglia (N9) treated with LPS, LPS–QDs, QD–DHLA, or 
from untreated cells, are shown (Figure 5.5B). The slopes of kinetic curves (IQD/IQD–RCP) indicate 
the rate of substrate cleavage by caspase-1; these rates were different in the cell samples exposed 
to these treatments. However, there was consistently increased cleavage (about 3–4 times) in cells 
exposed to LPS and LPS–QD than in untreated control cells (Figure 5.5B). The fold increase in 
the caspase-1 activity by LPS stimulation is comparable to the results obtained by the 
commercially available assay (Figure 5.5B). It was also found that in samples exhibiting a high 
caspase-1 activity rate (LPS and LPS–QD treated cells, or high cell numbers) the cleavage process 
slowed down after some minutes (depending on the enzyme concentration), most likely due to 
substrate depletion. Untreated cells, however, at low concentration (0.125 × 106 cells) displayed a 
steady enzyme activity rate for the entire time of the measurement (90 minutes) (Figure 5.5C and 
Figure 5.S4). Interestingly, in the lysates of QD–DHLA-treated cells, caspase-1 activity was 
somewhat lower than the values obtained for the untreated control cells suggesting the reduction 
of basal caspase-1 activity by DHLA. As expected, adding a caspase-1 inhibitor, Z–WEHD–
FMK, to the cell lysates resulted in a significant decrease of the slope of IQD/IQD–RCP in the control 
cell lysates (Figure 5.5C). The decrease was proportional to the concentration of the inhibitor (200 
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µM and 400 µM Z–WEHD–FMK, Figure 5.5C). Control experiments for the caspase-1 activity 
measurements in vitro (in the absence of cell lysate or in the absence of sensor) showed no changes 
in the ratio of IQD/IQD–RCP (Figure 5.S3). Based on the estimated concentration of substrate in each 
biological sample (370 pM) we determined the caspase-1 activity to be 19 picomoles/min per 106 
microglia.  
 
Figure 5.5. Measurements of caspase-1 activity in vitro using the nanosensor.  
(A) Representative fluorescence spectra of the nanosensor in the presence of LPS treated cell 
lysates at several time points. The ratio of the two peaks (550 nm and 582 nm) changes rapidly 
during the first hour. (B) Change of ratio of fluorescence intensity at 550 nm (IQD) and 582 nm 
(IQDRCP) during the first 60 minutes in LPS (100 ng/ml), LPS–QD (100 ng/ml), QD–DHLA (0.31 
nM) treated and control (untreated) cell lysates (5 × 105 cells). (C) Change of ratio of fluorescence 
intensity at 550 nm (IQD) and 582 nm (IQD–RCP) during the first 90 minutes in untreated cell lysates 
(1.25 × 105 cells) without the enzyme inhibitor present and in the presence of 200 µM and 400 
µM caspase-1 specific inhibitor, Z–WEHD–FMK. 
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It is important to note, that while colorimetric assays detected a similar fold increase of 
caspase-1 activity in LPS stimulated cells, they require 2 × 106 cells for the test; with our sensor 
we were able to measure the change in enzyme activity from 0.125 × 106 cells (Figure 5.5C and 
Figure 5.S4). Fluorometric tests (Caspalux 1) are more sensitive than colorimetric assays, but the 
recommended cell number (0.5–1 × 106 cells) is still about 4 times higher than what our sensor 
require. Another asset of our assay is the extremely small amount of sensor needed for a single 
measurement. The commercial assays required 10–50 micromolar substrate concentrations as 
compared to the nanomolar concentrations used in our assay.    
To evaluate the function of the nanosensor in vivo, we injected the nanosensors directly 
into the brain parenchyma or by intraperitoneal (i.p.) injections in hairless non-
immunosuppressed mice SKH-1. Intraperitoneal injection of LPS had been frequently used to 
induce systemic inflammation in vivo. The dosage of LPS administered ranges from 10 µg – 80 
mg/kg, and the inflammatory response elicited differs greatly depending on the dosage and the 
duration of the treatment. Bolus doses of LPS (>50 mg/kg) could be administered i.p. to induce 
inflammatory responses in the central nervous system,63 but the effects in the brain are 
insignificant when compared to the widespread systemic inflammation in the peripheral organs.64 
Accumulation of systemic inflammation can induce septic shock, which in turn is lethal to the 
organism. In contrast, intraparenchymal or intracerebroventricular injections, though more 
invasive methods, are more direct routes of LPS delivery to the brain. Intraparenchymal 
administration of LPS induces an immediate increase in the overall expression of its cognate 
receptor CD14, and a delayed but robust activation of microglia and astroglia in the brain.65, 66 The 
expression of TLR-4 in murine brain microglia is surprisingly low in comparison to CD14, but 
little is known regarding the signal transduction pathways triggered by the binding of CD14 with 
LPS. Recent evidence suggests the involvement of NF-κB signaling downstream of CD14 
activation, which is in analogous with TLR-4 signals in the macrophages.65 The need for a reliable 
sensor is, therefore, great for the detection of inflammatory mechanisms in live animals. 
Caspase-1 activity was measured in naïve (non-treated), LPS or LPS–QD primed animals 
(Figure 5.6). The fluorescence intensity from cleaved nanosensors was plotted against the intensity 
measured from uncleaved nanosensors. Using this ratio, the extent of caspase-1 activation was 
compared between the various groups (Figure 5.6B). The instrument’s limitations required that we 
used a 480 nm laser excitation and emission filters of 530 nm and 600 nm (both with 50 nm 
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bandpass) for cleaved and uncleaved nanosensors, respectively. The fluorescence intensity 
measured at 530 nm increased significantly 1 hour after LPS injection and peaked at 2 hours (2.35 
± 0.27, p<0.05 when compared to animals treated with the nanosensor alone (Figure 5.6B). This 
transient increase in the peak ratios diminished at 3 hours and returned to baseline values after 4 
hours. Induction of caspase-1 activity by LPS–QD resulted in similar changes but it occurred with 
a two-hour delay, as compared to LPS alone. This delay is due to the different intracellular signals 
following the LPS and LPS–QD internalizations. LPS binds to TLR-4 receptors to initiate 
intracellular signals resulting in an increased expression of inflammatory genes such as IL-1β. The 
LPS-bound TLR-4 receptors are then internalized and the endotoxin is degraded and cleared 
from circulation.67 LPS–QDs trigger inflammatory gene expression in a similar way by activating 
TLR-4 receptors on the cell surface. The difference is however, in the steps following 
internalization of the nanostructure. LPS–QDs, along with other types of QDs and nanoparticles, 
are internalized and reach the lysosomes but are not degraded as rapidly as LPS alone due to their 
composition and larger size. This state of “frustrated phagocytosis” leads to the disruption of 
lysosomes and subsequently initiates the activation of NLRP-3 receptors to form 
inflammasomes.2 The delayed but robust increase in caspase-1 activity by LPS–QDs is thus likely 
due to the activation of inflammasome resulting from the frustrated phagocytosis. 
After the peak fluorescence of the sensor, the signal was significantly reduced. This 
decrease in peak ratios was likely due to the quenching or disappearance of QD luminescence as 
the nanoparticles are cleared. These in vivo observations are in line with the measurements of 
caspase-1 activity in cell lysates. The nanosensor seems to be stable for at least several hours, since 
the signal for active caspase-1 was detected after 4 hours in LPS–QD-treated mice. In addition to 
evaluating fluorescence intensities of the sensor, data collection could also include measurements 
of the fluorescence lifetime of the QD signal in vivo. The advantage of using fluorescence lifetime 
in real-time imaging is two-fold; (i) Gating at longer lifetimes can prevent autofluorescence from 
interfering with the desired fluorescence signal.68 (ii) Changes in lifetime with time can be an 
additional indicator of the progression of inflammation in the target region.18 
These findings suggest that our caspase-1 nanosensor is suitable for the in vivo detection 
and measurements of the enzymatic activity.   
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Figure 5.6. Detection of caspase-1 activity in vivo using the nanosensor.  
(A) Real-time live fluorescence images of animals after intraperitoneal injection of the 
nanosensors in the presence of LPS (1.5 µg) or LPS–QD (1.5 µg) at 2 hours. Fluorescence 
intensity is indicated as the number of counts (NC). (B) Fluorescence intensities of the 
nanosensors measured in live animals injected with LPS (1.5 µg) or LPS–QD (1.5 µg or 10 µg) in 
the presence or absence of the nanosensor. (C) Real-time fluorescence images of live mice 
following cortical devascularization and subsequent intraparenchymal injections of the 
nanosensors in the presence of LPS (1.5 µg) or LPS–QD (1.5 µg). Fluorescence images of the 
dissected brains are also captured. ns = nanosensor, QD–RCP; LPS = lipopolysaccharide. (D) 
Fluorescence intensities of the nanosensors measured in the live animals and in the dissected 
brains 2 hours after the injections. IQD and IQD–RCP indicate fluorescence intensities measured at 
480 nm/530 nm (ex/em) and 480 nm/600 nm, respectively. The ratio between IQD and IQD–RCP is 
expressed as fold increase compared with time zero (set as 1.0, dotted line). Values represent 
means ± SEM from duplicate measurements. * indicates significance (p<0.01), and ** indicates 
p<0.05. n = 3 animals for each treatment group. Values represent means ± SEM from duplicate 
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measurements. * indicates significance (p<0.01), and ** indicates p<0.05, when compared with 
time zero. n = 5 animals for each treatment group. 
 
The overall data support our proposal that in the present studies the activation of the 
microglia by LPS or LPS–QD led to the formation of the inflammasome and to the activation of 
the caspase-1 which then converted pro-IL-1β to its mature form IL-1β.3, 43, 61 These mechanisms 
are illustrated in Scheme 1. Briefly, inflammasome formation occurred because of several stimuli: 
(i) Receptor-initiated signal transduction upon LPS binding to TLR-4. This was initiated both by 
LPS alone and LPS-modified QDs. (ii) LPS and LPS–QDs are internalized by the microglia and 
reach the lysosomal compartments. (iii) Reactive oxygen species generated during the microglia 
activation by LPS and LPS–QDs due to the mitochondrial impairments.69 (iv) Release of phago-
lysosomal content subsequent to the swelling and eventual bursting of the lysosomes, which 
would trigger the formation of inflammasomes and activation of caspase-1. An interesting 
observation was that caspase-1 activation by LPS in vivo was significantly faster (reaching a 
maximum at 2 hours) than caspase-1 activation by LPS–QDs (maximum at 4 hours). The delay in 
caspase-1 activation by LPS–QDs could be explained by the delayed release of LPS–QDs from 
the phago-lysosomes. These findings suggest that LPS–QD could be usefully employed in the 
investigation of locally controlled inflammatory responses. Finally, the nanosensor described 
would seem to be useful for the detection and measurement of the onset and the rate of caspase-1 
activation in vitro, and, in real time, in vivo.  
5.4. Conclusions 
The findings reported here could be of wide clinical relevance; for instance, inflammation 
is common in many diseases and a more effective therapeutic intervention would be generally 
achieved if the pathological changes (e.g., activity of caspase-1) were detected early in the 
pathological process. Well-characterized nanocrystals allow the construction of different 
nanosensors relevant to inflammation. Our nanosensor can be used for the in vivo detection of 
caspase-1 activity, in real time, not easily achievable with currently commercially available assays. 
This nanosensor can also be used for the assessment of the effectiveness of novel caspase-1 
inhibitors and for the screening of various anti-inflammatory therapeutics in vitro and in vivo. 
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However, there are still some limitations to be overcome (e.g., emission in non-optimal spectral 
regions); these limitations can, however, be avoided by using nanocrystals emitting in the near 
infrared spectrum and by life-time determinations. Indeed, our preliminary life-time 
measurements of QD are promising, but require further optimization. The adequate 
instrumentation for life-time measurements in whole animals are not commonly used in biological 
laboratories and their applications are only now emerging. Furthermore, sensor modifications will 
be required to measure the enzymatic activity for long-term measurements in the central nervous 
system where multiple injections are undesirable. We are currently exploring the possibility of 
improving the properties of the nanosensor by employing near infrared QDs, and eventually non-
metallic nanoparticles. Alternatively, gold nanoparticles could be used instead of QDs to take 
advantage of plasmon resonance energy transfer (PRET).70, 71   
5.5. Materials and Methods 
5.5.1. Materials  
Water was deionized using a Millipore system. All chemicals were purchased from Sigma-
Aldrich, unless specified otherwise. Dihydrolipoic acid (DHLA) was prepared by reduction of 
thioctic acid following a known procedure.72 Tetradecylphosphonic acid (TDPA) was purchased 
from PCI Synthesis. All chemicals were used directly without any further purification unless 
otherwise stated. Dulbecco’s modified Eagle’s medium (DMEM, high glucose, pyruvate; 11995) 
was purchased from Invitrogen. TOP/TOPO (Trioctylphosphine oxide)-coated CdSe(CdZnS) 
core-shell QDs were synthesized and purified by a protocol based on a method developed by 
Pons et al.,73 described in detail elsewhere.62 They were stored as a suspension in chloroform prior 
use. 
Lipopolysaccharide (LPS) isolated from Escherichia coli 0111:B4 (L2630) was purchased from 
Sigma-Aldrich (Burlington, Canada) and a 1 mg/mL stock solution was prepared in sterilized 
water. The dosage used in cells and in animals was calculated based on the concentration of LPS 
(i.e., 10 µg/ml of LPS–QD is equivalent to 10 µg/ml of LPS, which is approximately 55 
endotoxin units/mL).74   
The caspase-1 specific inhibitor Z–WEHD–FMK was purchased from R&D Systems. 
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The rhodamine-peptide was synthesized by the McGill Sheldon Biotechnology Centre using the 
Fmoc chemistry solid-phase synthesis method. All the amino acids were reacted one by one 
followed by rhodamine-B, using the same procedure, on a rink amide resin via the Symphony 
Multiplex automated peptide synthesizer (starting with 0.25 mmol of the resin, in 
dimethylformamide, DMF). Fmoc protecting group removal was achieved using a 20% piperidine 
solution in DMF and coupling reactions were done using N-[(1H-Benzotriazol-1-
yl)(dimethylamino)-methylene]-N-methylmethanaminium hexafluorophosphate N-oxide (HBTU) 
and 4-methylmorpholine (5 eq.). Cleavage and deprotection of the peptide from the resin was 
carried out using a trifluoroacetic acid: water: phenol (95:2.5:2.5%) mixture. The peptide was 
precipitated with cold diethyl ether, washed three times with cold diethyl ether, and dried under 
vacuum overnight. The final product was purified by reversed phase High Performance Liquid 
Chromatography (HPLC) and its identity was confirmed by high resolution and high accuracy 
mass spectrometry (Exactive Orbitrap instrument, ThermoFisher Scientific, Department of 
Chemistry, McGill University). ESI-MS m/z (–): 1162.48 [M – 2H+]2–, 2325.96 [M – H+]–. 
Murine microglia (N9) cells, obtained from ATCC, were seeded in Iscove’s Modified Dulbecco’s 
Medium (IMDM) (12440, Gibco) containing 5% of fetal bovine serum (26140, Gibco) and 1% 
penicillin–streptomycin (15140, Gibco). Cells were maintained at 37 °C, 5% CO2 in a humidified 
atmosphere and were grown in serum containing media for 24 hours before cell treatments to 
attain confluency. Cells were used between 10 and 30 passages.  
Adult male SKH-1 hairless mice were purchased from Charles River Laboratories (Montreal, 
Canada). All animal protocols used in this study were approved by the McGill University Animal 
Care Committee and followed the guidelines of the Canadian Council on Animal Care. Animals 
were maintained on a twelve-hour light/dark cycle and allowed access to food and water ad 
libitum. In total, 8 adult male SKH-1 mice, weighing between 25–30 g, were used for this study.  
5.5.2. QD Surface Modification 
Dihydrolipoic acid (DHLA) or mercaptopropionic acid (MPA) (400 µL) was added to the 
suspension of CdSe(CdZnS) (615 or 550 nm, respectively) in chloroform (5 mL, 1 mM). The 
resulting mixture was heated at 60 °C for 1 h. It was brought to room temperature and treated 
with ethanol (5 mL) to induce precipitation of the QDs. The mixture was subjected to 
centrifugation for 5 min at 8000 rpm. A sodium hydroxide solution (0.01 M) was used to re-
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suspend the QD pellet. The precipitation step with ethanol was repeated on the QDs suspended 
in water. The QDs were resuspended in double deionized water (DI) and stored at 4 °C.  
LPS–QD nanoparticles were prepared based on a method described by Betanzos et al.75 The 
procedure involved incorporation of hydrophobic into the hydrophobic core of LPS 
nanoparticles. These values are of the same order of magnitude as those of the particles described 
by Betanzos et al.75 Briefly, the QD solution in chloroform (100 µL, 5 µM of QDs) was diluted to 
500 µL with chloroform and added to an aqueous solution of the lipoglycan E. coli 0111:B4 (100 
µL, of 10 mg/mL). Methanol was added dropwise to the mixture) with occasional vortexing until 
formation of a single liquid phase. The volume of added methanol was approximately 400 µL. 
This homogeneous mixture was evaporated to dryness under a flow of nitrogen. The solid residue 
was re-suspended in 100 µL of H2O. A saturated solution of tetramethylammonium hydroxide 
pentahydrate (Me4N
+OH–, 5H2O) was added to the suspension to adjust the pH to 11 (ca. 5 µL). 
The mixture was sonicated for 30 min and desalted by elution through 2 consecutive Zeba 
columns (2 mL, Pierce). The LPS–QD were then filtered on a 30,000 Da cut-off Microcon filter 
to remove the excess of free LPS and characterized using dynamic light scattering (DLS), 
asymmetrical flow field-flow fractionation (AF4), zeta-potential, transmission electron microscope 
(TEM), and cryogenic-transmission electron microscopy (cryo-TEM). Observations confirmed 
that the LPS–QD size distribution was broad, with an average diameter of 59 ± 24 nm. Cryo-
TEM images LPS–QD featured small dense dots distributed inside the spherical LPS structures, 
attributed to isolated or clustered QDs dispersed within the hydrophobic LPS core. 
5.5.3. Construction of the Sensor: Attachment of the Rhodamine-
Conjugated Peptide to the QDs 
The dispersion of MPA modified QDs (λem = 550 nm) was ligand exchanged by 
incubating it with the Rhodamine-B conjugated peptide (RCP) 1:37 ratio for 2 days, with periodic 
sonication, at 4 °C, in the dark. The construct was redispersed in DI water and stored in the dark, 
at 4 °C for 6 weeks. 
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5.5.4. Intraperitoneal Injections of Nanosensors, Lipopolysaccharide, 
and LPS–QD 
For intraperitoneal (i.p.) injections, animals were manually restrained and held with the 
head inclined at a 45 degree angle. Using a 26G needle, animals were injected in the lower left 
abdomen with 50 µL of nanosensor (15 µM), 50 µL of LPS (working dose 50 µg/kg), or 50 µL of 
LPS–QD (working dose 50 µg/kg of LPS) alone and in combination. These doses are below the 
well-used dose range of LPS (10–80 mg/kg) to induce lethal septic shock.76 
5.5.5. In Vivo Fluorescence Imaging 
Real-time fluorescence imaging was carried out using the Optix MX3 imager by ART 
(Advanced Research Technologies, Montreal, Canada). System details are described elsewhere.77 
Briefly, after i.p. injections, animals were first anesthetized in an isoflurane-filled chamber, and 
then placed in the supine position on the 5-mouse scanning bed. Anesthesia (isoflurane) was 
maintained for the duration of the imaging process. A multiphoton laser was selected for the 
excitation of the nanosensor. For cleaved nanosensors, the excitation was selected at 480 nm, and 
the 530 nm band-pass 50 nm filter was used for photon collection. For uncleaved nanosensors, 
the excitation was at 480 nm, and the 600 nm band-pass 50 nm filter was used. Animals were 
imaged immediately after i.p. injections, and then imaged again every hour (1–5 h) and at 24 h 
after injection.  
5.5.6. QD Characterization 
AF4/UV–VIS/Fluo/MALS+QELS system. The principle of asymmetrical flow field-flow 
fractionation (AF4) has been described elsewhere.78 An AF4 system (AF 2000 MT, Postnova 
Analytics, Salt Lake City, USA) with a channel thickness of 350 µm was connected inline to a 
UV–VIS variable wavelength spectrophotometric detector (SPD–20A, Postnova Analytics), a 
fluorescence detector (RF–10AXL, Postnova Analytics), a multi-angle light scattering detector 
(MALS, Dawn Heleos 8+, Wyatt Technology, Santa Barbara, USA), and a quasi-elastic light 
scattering (QELS) detector (WyattQELS, Wyatt Technology) which is an add-on unit connected 
to the 90° angle of the MALS Dawn Heleos 8+ detector. The MALS was equipped with a K5 cell 
and a GaAs laser operating at 658 nm taking measurements at 1 s intervals. Data collection and 
analysis were done using ASTRA version 5.3.4.20 (Wyatt Technology). The channel was fitted 
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with a regenerated cellulose membrane (10 kDa cut-off, RC, Z-MEM-AQU-627, Postnova 
Analytics) which was suitable for analysis of proteins and nanoparticles. All the flow rates were 
controlled by the AF2000 Control software (Postnova Analytics, Salt Lake City, USA). The cross-
flow was generated by Khloen syringe pumps (Postnova Analytics) while the axial and focusing 
flows were delivered by isocratic pumps (PN1130, Postnova Analytics). 
5.5.7. AF4 Separation Conditions for QDs Alone 
The carrier medium was prefiltered (0.1 µm) deionized water. After flow equilibration, the 
sample was injected with a flow rate of 0.2 mL/min (injection loop volume: 21.5 µL), followed by 
a 6 min-focusing step with a cross-flow rate of 1.2 mL/min and a detector flow rate of 0.3 
mL/min. Following a 1 minute transition, a two-step cross-flow rate gradient was initiated for the 
elution mode. The starting cross-flow rate (1.2 mL/min) was decreased linearly to 0.0 mL/min 
within 20 minutes. The cross-flow rate was then kept constant at 0.0 mL/min for 15 minutes to 
allow elution of any large agglomerates. The detector flow rate was kept at 0.3 mL/min 
throughout. The detection of the eluted fractionated QDs/agglomerates was performed 
sequentially by UV absorbance at 280 nm, fluorescence with λex 365 nm and λem 615 nm, MALS 
and QELS. Each fractogram presented is representative of a triplicate sample.  
5.5.8. AF4 Separation Conditions for the LPS–QD 
The carrier medium was a solution of NaCl (20 mM). After flow equilibration, the sample 
was injected with a flow rate of 0.2 mL/min (injection loop volume: 21.5 µL), followed by a 6 
min-focusing with a cross-flow rate of 2.0 mL/min and a detector flow rate of 0.5 mL/min. 
Following a 1 minute transition, a three-step cross-flow rate gradient was initiated for the elution 
mode. The cross-flow was kept constant for a period of 10 min, before being decreased linearly 
from 2.0 mL/min to 0 mL/min within 10 minutes. The cross-flow rate was then kept constant at 
0.0 mL/min for another 10 minutes to allow elution of any large particles. The detector flow rate 
was kept at 0.5 mL/min throughout. The detection of the eluted fractionated QDs/agglomerates 
was performed sequentially by UV absorbance at 280 nm, fluorescence with λex 365 nm and λem 
615 nm, MALS and DLS. Each fractogram presented is representative of a triplicate sample. 
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5.5.9. Physicochemical Characterization of QDs 
UV–Vis absorbance spectra were recorded 200–800 nm with an Agilent Diode Array 
Spectrophotometer model 8452 A. The diameter of the nanoparticles and their concentration in 
solution were determined by measuring the wavelength and the absorbance at the first excitonic 
peak which were used as parameters in the empirical formulas derived by Yu et al.79 Fluorescence 
spectra were recorded with an Eclipse instrument from Varian Cary. The fluorescence spectra 
were taken on samples diluted to an absorbance at the excitation wavelength inferior to 0.1 
(monochromator excitation and emission slits were set at 5 nm; photomultiplier voltage was set at 
600 V). Zeta potentials of LPS–QDs surfaces were determined with a Zetasizer Nano ZS from 
Malvern Instruments. QDs were suspended in either double deionized water or phosphate buffer 
(10 mM, pH 5.0, 6.0, 7.8, 8.5, 10.0) before measurement. 
5.5.10. Transmission Electron Microscopy 
To observe the size and size distribution of the LPS–QD nanoparticles, one drop of a 
dilute sample of the quantum dot-LPS solution in water was placed onto a Formvar-coated 
copper grid and allowed to settle for 15 minutes. The excess of solvent was wicked away using an 
absorbent pad. The samples were imaged on a FEI Tecnai 12, 120 kV with a Gatan 792 Bioscan 
1k × 1k Wide Angle Multiscan CCD Camera at the Facility for Electron Microscopy Research of 
the Anatomy and Cell Biology department at McGill University. 
The structures of the prepared LPS–QD in solution were observed by cryo-transmission electron 
microscopy (FEI Titan Krios operated at 300 kV Cryo-STEM). The images were acquired using a 
Gatan Ultrascan 4000 4k × 4k CCD Camera System at the Facility for Electron Microscopy 
Research of the Anatomy and Cell Biology department at McGill University. 
5.5.11. Cell Treatments 
Media was aspirated and cells were pre-treated in serum-free media with TLR-4 signaling 
inhibitor (CLI-095, InvivoGen) (250 nM, 30 min) and/or treated with lipopolysaccharide-QD 
nanoparticle (LPS–QD) (10 µg/mL, 24 h). Cells were treated with lipopolysaccharide (LPS) (10 
µg/mL, 24 h) (L-2630, Sigma) or Antimycin A (Sigma, A8674) (1 µM, 24 h) as negative controls 
for nitric oxide (NO) release and MTT assay. For caspase-1 activity measurements with the 
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nanosensor the N9 cells were treated with LPS–QD (100 ng/mL), QD–DHLA (0.31 nM), and 
LPS (100 ng/mL) for 24 hours, then the cells were counted and lysed by freezing. 0.125–0.5 × 106 
cells were used for the caspase-1 activity measurements with the QD–RCP nanosensor. The 
fluorescence spectra were recorded using an Eclipse instrument from Varian Cary.    
5.5.12. Cell Viability 
Mitochondrial metabolic activity of cells was measured using MTT assay. Cells were 
seeded in 24-well plates (3526, Costar) at a density of 2 × 105 cells/well. Following treatment, 
media was removed and replaced with fresh serum-free media (500 µL/well). MTT solution (0.5 
mg/mL) (M2128, Sigma) was added to each well and incubated for 30 min at 37 °C. Formazan 
crystals were formed then dissolved by adding dimethyl sulfoxide (DMSO, 154938, Sigma) and 
quantified by measuring the absorbance of the solution at 595 nm using Benchmark microplate 
reader (Bio-Rad, Canada). The extent of formazan conversion is expressed in percentages relative 
to the untreated control and normalized to the cell numbers. Results are expressed as mean ± 
SEM obtained from at least three independent experiments performed in triplicate. 
5.5.13. Nitric Oxide Release 
Nitric oxide released from treated cells was measured using Griess reagent (G4410, 
Sigma). Briefly, cells were seeded in 24-well plates (3526, Costar) at a density of 2 × 105 cells/well. 
Following treatment, 50 µL of cell supernatant from each well were collected and transferred to a 
new plate. 50 µL of Griess reagent was added to each well and incubated at room temperature for 
15 min. Absorbance of the produced nitrite was measured using the spectrophotometer at 540 
nm. Results are expressed as mean ± SEM obtained from at least three independent experiments 
performed in triplicate. 
5.5.14. Enzyme-Linked Immunosorbent Assays 
Cells were seeded in 24-well plates (3526, Costar) at a density of 1 × 105 cells/well. 
Production of IL-1β was assessed using a commercial ELISA kit (SMLB00C, R&D Systems). 
Briefly, following treatment the supernatants were collected and the amount of cytokine released 
into the media was quantified according to the supplier’s protocol. Results are expressed as mean 
± SEM obtained from at least three independent experiments performed in triplicate. 
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5.5.15. LPS–QD Uptake by Fluorescent Microscopy 
Cells were seeded at a density of 5 × 104 cells/well in 24-well plates (3526, Costar). 
Following treatment media was aspirated and cells were washed once with 1X PBS and fixed by 
adding paraformaldehyde (PFA) 4% (29447, BDH) and incubated for 15 min at room 
temperature. Cells were then washed three times with 1X PBS and nuclei were stained with 
Hoechst 33342 (H1399, Invitrogen) (10 µM, 10 min). Fluorescence micrographs were acquired 
with a Leica DFC350FX monochrome digital camera connected to a Leica DMI4000B inverted 
fluorescence microscope using a DAPI-1160A (Nuclei) and CYS3 (LPS–QD) filters. Images were 
acquired in grey scale using Leica Application Suite (LAS). The average number of LPS–QD per 
cell was counted and analyzed using ImageJ software. Results are expressed as mean ± SEM 
obtained from at least three independent experiments performed in triplicate. 
5.5.16. Lipid Droplet Staining 
For lipid droplet staining, cells were seeded on confocal chamber slides (Lab-Tek, Nalge 
Nunc International, Rochester, NY, USA) at a density of 1.5 × 104 cells/well (area of well = 0.8 
cm2). After treatments, cells were fixed with PFA (4%) and LDs were stained with HCS 
LipidTOXTM (Invitrogen, H34477), a deep red neutral lipid stain. HCS LipidTOXTM (diluted 200-
fold in PBS) was added for 30 min at room temperature. At this point, cells were protected from 
light. Cells were washed with PBS prior to imaging.  
5.5.17. Confocal Microscopy 
All confocal images were acquired with a Zeiss LSM 510 NLO inverted confocal 
microscope using a Plan Achromat 63X/1.4 Oil DIC objective. Images of HCS LipidTOXTM-
labeled LDs were acquired using a HeNe 633 nm laser and a long pass (LP) 650 filter. Alexa Fluor 
488 conjugated secondary antibody was imaged using Argon 488 nm excitation laser and a 500–
550 band pass (BP) filter. LPS–QD nanoparticles were detected using a HeNe 543 nm excitation 
laser and a BP 565–615 IR filter. All images were acquired at a resolution of 1024 × 1024 pixels.  
5.5.18. Immunocytochemistry of LAMP-1 
Cells were seeded on coverslips (area = 1.1 cm2) (Fisher) at a density of 2 × 104 
cells/coverslip. Prior to seeding, coverslip surfaces were coated with rat tail collagen (Sigma, 
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C7661). Paraformaldehyde-fixed cells were permeabilized with Triton X-100 (0.1%) (Amersham 
Biosciences, # 17-1315-01) for 5 min and then blocked with goat serum (10%) (Sigma, G9023) 
for 1 h at room temperature. Cells were incubated overnight (4 °C) with a primary antibody 
against LAMP-1 (rabbit polyclonal, dilution 1:500) (Abcam, ab24170), followed by an incubation 
(1 h, room temperature) with anti-rabbit (goat) secondary antibody (conjugated to Alexa Fluor 
488) (Invitrogen, A-11008). Coverslips were mounted on glass microscope slides (Fisher 
Scientific, 12-550-14) using Aqua-Poly/Mount (Polysciences, Inc, # 18-606). 
5.5.19. Statistical Analysis 
All experiments were performed at least twice and all samples were analyzed in triplicates. 
Data are expressed as means ± SEM and analyzed by ANOVA using Tukey’s and Dunnett’s post 
hoc test for multiple comparisons. Significant differences are indicated by * (p<0.05), ** (p<0.01). 
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5.7. Supplemental Information 
 
Figure 5.S1. Construction of the sensor.  
(A) The rhodamine conjugated peptide containing the caspase-1 cleavable sequence YVAD, 
rhodamine–GRYVADYDDDDLDPATC (RCP, λex = 561 nm, λem = 582 nm), is prepared by 1) 
performing a peptide-type coupling reaction between the carboxylic acid end of rhodamine-B and 
the amine moiety of the glycine unit (G) located at one extremity of the resin-bound peptide, and 
2) by subsequently cleaving the peptide-resin bond. (B) To obtain the final sensor, RCP is 
incubated with mercaptopropionic acid (MPA)-modified QDs (λem = 550 nm, 37:1 ratio, 2 days, 4 
°C, in the dark) using periodic sonication. The thiol moiety of the cysteine unit (C), located at one 
end of the RCP peptide chain, reacts with the QDs surface, leading to ligand exchange of QDs. 
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Figure 5.S2. N9 microglia cells exposed to QD-DHLA, confocal micrograph, viability, NO and 
IL-1β release.  
(A) Confocal micrograph (Z-stack) showing intracellular QD–DHLA (red) in microglia. Cells 
were treated with QD–DHLA (100 nM) for 3 h (in serum-free media). Nuclei (blue) were labeled 
with Hoechst 33342 (10 µM, 10 min). Scale bar: 20 µm. (B) Mitochondrial metabolic activity was 
assessed using the MTT reduction assay after 24 h. Percentages of metabolic activity in treated 
cells were expressed relative to controls (untreated cells, set to 100%, n = 9). (C) Nitric Oxide 
(NO) released from cells was measured after 24 h from treatments as described previously. The 
data are expressed as mean ± SEM obtained from at least three independent experiments 
performed in triplicates. (D) IL-1β cytokines released from microglia cells exposed to QD–DHLA 
(100 nM, 24 h) or LPS (10 µg/ml, 24 h) were measured using respective ELISA kit and expressed 
relative to controls (untreated cells, set to 1, n = 9). The data are expressed as mean ± SEM 
obtained from at least three independent experiments performed in triplicates. Statistically 
significant differences are indicated by * p<0.05, ** p<0.01 and *** p<0.001. 
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Figure 5.S3. Control experiments for the caspase-1 activity measurements in vitro.  
(A) Ratio of fluorescence intensity at 550 nm (IQD) and 582 nm (IQD–RCP) of the sensor QD–RCP 
(9.2 µM) in water, with no cell lysate present. (B) Ratio of fluorescence intensity at 550 nm (IQD) 
and 582 nm (IQD–RCP) of cell lysate only (5 × 10





Figure 5.S4. Change of caspase-1 activity with cell number and inhibition, as measured by the 
nanosensor.  
(A) IQD/IQDRCP ratios measured in samples of 3.75 × 10
5 cells (3.75), 2.5 × 105 cells (2.5) or 1.25 × 
105 cells (1.25). (B) Slopes of the of the IQD/IQDRCP ratio change for 3.75 × 10
5 cells (1), 2.5 × 105 
cells (2), 1.25 × 105 cells (3), 1.25 × 105 cells + 200 µM Z–WEHD–FMK inhibitor (4) and 1.25 × 
105 cells + 400 µM Z–WEHD–FMK inhibitor (5). 
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Chapitre 6. Discussion générale 
6.1. Caractérisation poussée des nanomatériaux 
En 2007, Warheit a souligné l’importance d’une caractérisation adéquate des 
nanomatériaux tels qu’ils sont dans le milieu pertinent à leurs utilisations,218 surtout lorsqu’il s’agit 
d’étudier la cytotoxicité d’un nanomatériel. Warheit cite les travaux de Murdock et coll. qui 
relatent le changement des propriétés physicochimiques de plusieurs types de nanomatériaux, 
avant tout leurs tailles, lorsqu’ils sont introduits dans un milieu de culture cellulaire.173 Murdock et 
coll. utilisent les techniques de DLS (dynamic light scattering) et de TEM (transmission electron 
microscopy) pour mesurer la taille et la distribution de tailles de nanomatériaux dans le milieu de 
culture cellulaire.173 Dans ces conditions, ils montrent que les caractéristiques physicochimiques 
des nanomatériaux, en particulier leurs tailles, sont différentes des caractéristiques données par le 
manufacturier. Ils montrent que les données de tailles de l’échantillon sec ne sont pas pertinentes 
aux études de l’interaction des nanomatériaux avec la cellule dans des conditions de milieu de 
culture cellulaire. Murdock et coll. ont analysé l’effet de l’agglomération des nanomatériaux sur 
leur toxicité, en notant les changements de morphologie cellulaire et la prolifération cellulaire par 
test spectrophotométrique. Ces auteurs ont également observé que les protéines du sérum 
affectent la taille et le taux d’agglomération des nanoparticules, par rapport au médium seul. Plus 
récemment, Hondow et coll. ont montré que la distribution en tailles des QDs est très différente 
lorsqu’ils sont plongés dans le sérum ou dans le milieu dépourvu de protéines.219 Toutefois, la 
DLS n’est pas utile dans ces mesures, car dans le sérum, la BSA domine le signal de DLS et cache 
le signal des nanocristaux. Ils ont analysé des QDs fonctionnalisés avec de la streptavidine et 
conjugués à un peptide biotinylé. Ils ont observé que la distribution en tailles de QD (10 nM) est 
moins polydisperse dans le médium et le sérum que dans l’eau. Les images de TEM par « plunge-
freeze TEM » suggèrent que ~25 % de la quantité initiale de QDs restent sous forme non 
agglomérée après avoir été placés dans le milieu de culture ou le sérum. Nos résultats, obtenus 
avec des QDs couverts par des ligands courts et chargés, suggèrent l’inverse, c’est-à-dire que les 
QDs sont moins agglomérés dans l’eau que dans le milieu de culture ou le sérum. Mais nous 
avons quand même observé que, dans certains cas, une fraction des QDs restait sous forme non 
agglomérée lorsque placés dans le milieu de culture ou le sérum. Par exemple, dans le milieu de 
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culture (DMEM), nous avons observé que plus de 50 % des QD-DHLA restent sous forme non 
agglomérée et qu’environ 30 % des QD-MPA sont de tailles initiales. Dans le sérum (DMEM + 
5% FBS), une fraction plus faible des QD-MPA reste sous forme non agglomérée (<10 %), alors 
que les QD-DHLA ne forment que des petits agglomérats et n’existent plus sous forme non 
agglomérée. La disparité de nos résultats vient du fait que nous avons des QDs stabilisés par des 
charges électrostatiques (MPA et DHLA), alors que les QDs étudiés par Hondow et coll. ont été 
modifiés avec la protéine streptavidine. De plus, les auteurs fournissent peu d’information sur la 
composition exacte de la surface des QDs, qui ont été obtenus commercialement.  
Albanese et Chan ont étudié l’effet de l’agglomération/agrégation de nanoparticules sur le 
ciblage actif d’une façon différente.220 Ils ont induit l’agrégation de nanoparticules d’or de 15 nm 
de diamètre, par ajout de chlorure de sodium, jusqu’à atteindre des tailles de 100 nm. À partir de 
ces composés, ils ont pu étudier l’effet de la taille des agrégats sur la cinétique d’internalisation et 
la toxicité sur trois lignées cellulaires exprimant à différents niveaux le récepteur-cible. Ils ont pu 
contrôler l’agrégation des particules d’or, après l’ajout de sels, en ajoutant la protéine transferrine 
qui s’adsorbe sur les nanoparticules et les stabilise avant qu’elles ne précipitent. Cette technique 
d’agrégation contrôlée peut s’apparenter à ce que l’on a observé avec les QD-DHLA dans le 
sérum, où de petits agglomérats très stables ont été formés grâce à l’adsorption de protéines à la 
surface des QDs. Les agrégats de nanoparticules d’or sont restés stables pendant plus de 14 jours 
dans un tampon contenant 0,1 % de BSA et pendant au moins 8 heures dans un milieu de culture 
cellulaire avec 0,2 % de BSA.  
Albanese et Chan indiquent que les agrégats ont un indice de polydispersité élevé et que la DLS 
n’est pas adaptée pour déterminer leur distribution de tailles. Ils ont alors complémenté l’analyse 
des tailles par TEM. Toutefois, ces méthodes ne sont pas facilement applicables pour suivre un 
phénomène aussi dynamique que l’agglomération. Les auteurs ont montré que les agrégats 
restaient stables dans le milieu cellulaire avec 0,2 % de BSA, mais que se passe-t-il lorsqu’ils 
introduisent les agrégats dans le milieu de culture cellulaire avec une concentration physiologique 
en protéines du sérum, qui ont des affinités différentes pour la surface des nanoparticules? Les 
agrégats pourraient être sujets à de l’agglomération supplémentaire et ne plus être de la taille 
initiale. 
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L’AF4 propose une solution très adaptée à l’étude des agglomérats en milieu de culture, 
car par analyse AF4 les agrégats sont d’abord fractionnés selon leurs tailles avant d’être examinés. 
Les nanoparticules de tailles supérieures à 5 nm peuvent facilement être séparées des protéines 
libres en solution, avant d’être analysées par DLS. L’analyse est rapide et peut être facilement 
entreprise en parallèle des expériences biologiques, ce qui permet de savoir à tout moment quel 
est l’état d’agglomération de l’échantillon. Puisque les agglomérats passent, de façon ordonnée en 
fonction de leurs tailles, par les détecteurs, cette méthode détermine avec une haute résolution les 
tailles des agglomérats, contrairement à la DLS en « batch-mode ». Toutefois, l’AF4 ne donne pas 
directement la forme des agglomérats/agrégats. Il est possible d’obtenir une information quant au 
facteur de forme (« aspect ratio ») de l’échantillon, en calculant le rapport du rayon de giration sur le 
rayon hydrodynamique, qui est obtenu par des mesures de diffusion statique et dynamique de la 
lumière, respectivement. Une sphère solide a un ratio de Rg/Rh = √(3/5) ≈ 0.77. La méthode de 
« plunge-freeze » TEM est la meilleure façon d’observer la forme des agglomérats en solution, car 
l’échantillon n’est pas préalablement déshydraté. Il est possible d’observer la disposition des QDs 
tels qu’ils sont dans le milieu aqueux et cela donne des indications quant à la présence de protéines 
dans les agglomérats. 
Albanese et Chan ont également comparé le taux d’internalisation des agrégats à celui de 
nanoparticules sphériques de mêmes tailles. Ils ont observé des disparités dans l’internalisation, 
qu’ils ont attribuées à la courbure de surface plus élevée des nanoparticules composant les 
agrégats, ce qui induit théoriquement une densité de ligands plus faible. La densité de ligands est 
un facteur crucial dans les processus d’internalisation, de même que l’arrangement des ligands à la 
surface.138 Nous avons expliqué la stabilité accrue des agglomérats de QD-DHLA (acide 
dihydrolipoïque) par la densité en ligands de surface plus faible de ces QD, qui permettait aux 
protéines du sérum de s’adsorber à la surface des QD-DHLA, contrairement aux QD-MPA. Cette 
densité plus faible en ligands pourrait également expliquer la différence d’internalisation 
significative entre les QD-DHLA et les QD-MPA. Albanese et Chan suggèrent aussi que les 
agrégats de nanoparticules d’or ont un facteur de forme supérieur à 1 et que la structure 
asymétrique des agrégats augmente la complexité de l’interaction avec la membrane cellulaire par 
rapport à une nanoparticule sphérique de même taille que les agrégats. 
Comme nous l’avons mentionné dans l’introduction, une autre technique qui peut être 
utile pour mesurer la taille de nanoparticules et de leurs agglomérats dans un milieu complexe (par 
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exemple avec des protéines) est le NTA (« nanoparticle tracking analysis »). Toutefois, pour distinguer 
les nanoparticules des composants du milieu, il est préférable que la nanoparticule soit 
luminescente ou marquée. Dans ce cas, un laser peut être utilisé pour exciter la nanoparticule afin 
de la distinguer des autres composants du milieu. Ceci n’est pas requis pour l’AF4, car le pic de 
protéines peut être facilement identifié par sa masse molaire et ses propriétés d’absorption dans 
l’UV.  
Comme nous l’avons vu, les ions et les protéines du milieu de culture cellulaire peuvent 
entraîner l’agglomération des nanomatériaux. La concentration élevée en ions peut réduire la 
répulsion électrostatique entre les groupements chargés à la surface des nanomatériaux. L’addition 
de protéines, à une concentration élevée, peut également interférer avec la stabilité en remplaçant 
des ligands de surface.103 L’agglomération non désirée, en plus de pouvoir induire de la toxicité, 
peut affecter la reproductibilité expérimentale et interférer avec l’efficacité de ciblage des 
nanoparticules vers certains tissus ou cellules. Nous allons maintenant discuter une stratégie 
prometteuse ayant pour but d’améliorer la stabilité de nanomatériaux dans le milieu cellulaire.  
6.2. Ligands multifonctionnels  
Une préoccupation importante au regard de l'utilisation des QDs, surtout dans les milieux 
biologiques, est leur forte propension à agglomérer. Pour les QDs, plusieurs solutions ont été 
proposées, comme leur encapsulation en utilisant un polymère amphiphile, dont la partie 
hydrophobe alkyle s’entrecroise dans les chaînes alkyles du surfactant (par exemple oxyde de 
trioctylphosphine), laissant la partie hydrophile à l’extérieur des QDs et orientée vers la phase 
aqueuse. L’avantage de cette encapsulation est qu’il n’y a pas de perte de rendement quantique des 
QDs, par contre, la taille est significativement augmentée, ce qui peut affecter la diffusion des 
QDs dans le milieu aqueux et leur distribution en milieu biologique. L’autre approche est 
l’échange des ligands de surface avec des molécules de PEG (polyéthylène glycol), mais ces 
molécules sont encombrantes et augmentent significativement la taille des nanocristaux. De plus, 
le PEG peut se désorber avec le temps et sa désorption peut être accrue par compétition avec 
d’autres espèces thiolées (par exemple glutathion). Zhu et coll. ont effectivement quantifié le PEG 
qui se désorbe de la surface des QDs en utilisant un spectromètre de masse associé à la 
désorption/ionisation laser (LDI-MS).81 La désorption varie en fonction de la taille des 
nanoparticules, du nombre de thiols à l’extrémité de la molécule de PEG et de la présence ou non 
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de glutathion dans la cellule. La stabilité des ligands décroît avec la taille des particules. Les ligands 
dithiolés se désorbent moins facilement que les ligands monothiolés et les auteurs montrent que le 
glutathion accroît la désorption du PEG.  
Pour pallier le risque de désorption et aider au maintien de la stabilité en milieu cellulaire 
sans augmenter la taille significativement des nanocristaux, nous proposons d'employer un 
polymère formé de trois monomères disposés aléatoirement. Ce polymère apporterait trois 
fonctions : (1) Un ancrage fort avec la surface des nanocristaux par la présence de plusieurs 
groupements thiols par chaîne polymérique; (2) Une fonction prévenant l’adsorption de protéines 
et améliorant la stabilité contre l’agglomération causée par les ions ou l’adsorption de protéines. 
Les groupements zwittérioniques (e.g. sulfobétaine ou phosphorylcholine), placés à la surface de 
nanoparticules leur offrent une très bonne stabilité contre l’agglomération causée par les sels ou 
un changement de pH.221-223 De plus, ce sont des petites molécules qui augmentent peu le 
diamètre des nanoparticules sur lesquelles elles sont attachées. (3) Un groupement pour la 
bioconjugaison de molécules spécifiques. Un monomère contenant un groupement de chimie 
« click », comme la fonction azide qui réagit par cycloaddition avec une fonction alkyne. L’avantage 
de ce type de polymère est qu’il permet de contrôler le nombre de groupes « click » que l’on 
incorpore par chaîne, lors du mélange des monomères avant la polymérisation. De plus, 
l’utilisation de plusieurs groupes de chimie « click » permettrait d’ajouter des biomolécules 
différentes à la surface des QDs. On pourrait alors imaginer un senseur qui serait ciblé à un 
endroit particulier par un groupe et exercerait à cet endroit une fonction, dictée par le second 
groupe (par exemple FRET). La Figure 6.1 présente la structure des trois monomères et comment 
le polymère se dispose à la surface des QDs. Ce type de polymérisation a été reporté dans l’article 
de Giovanelli et coll.224 dans lequel ils ont obtenu des polymères de Mn ≈ 5000 g.mol
-1. Ils ont 
opéré par polymérisation RAFT, la présence de thiols non protégés pouvant inhiber la réaction de 
polymérisation en capturant les radicaux libres. Il serait possible d’augmenter la masse molaire des 
polymères finaux en utilisant des monomères où le thiol serait protégé lors de la polymérization. 
La présence de groupes monothiolés dans le polymère ne serait pas un inconvénient, car nous 
avons observé un meilleur rendement quantique des QDs lorsque ceux-ci étaient modifiés par le 
MPA par rapport au DHLA. L’augmentation du nombre de points d’ancrage du ligand à la 
surface des QDs apporte un réel avantage dans la stabilité à long terme, en prévenant le processus 
de désorption des ligands du QDs. Giovanelli et coll. ont remarqué que le ligand multidenté avec 
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la sulfobétaine maintenait les QDs stables en milieu salin dilué (20 mM) pendant plus de 20 jours. 
Alors que la même sulfobétaine reliée à la surface des QDs par un ligand bidenté ne maintenait les 
QDs stables dans la solution saline que pendant 2 jours.224  
 
Figure 6.1. Schéma de la composition du ligand polymérique trifonctionnel apportant une stabilité 
accrue contre l’agglomération des QDs et la désorption du ligand, sans augmentation significative 
du Dh du QD et permettant une fonctionnalisation additionnelle par chimie « click ».  
 
D’après l’étude de Jiang et coll. menée sur des cellules HeLa, l’entrée des nanocristaux 
couverts d’un ligand zwittérionique (D-pénicillamine) dans les cellules se fait principalement par 
endocytose médiée par la clathrine mais également par la macropinocytose. Pour éviter 
l’interaction spécifique des protéines du sérum avec la surface des nanocristaux, les auteurs ont 
étudié l’internalisation dans une solution tampon, en absence de protéines du sérum.225 
Un des principaux avantages d’utiliser des QDs couverts avec de tels ligands, serait de 
pouvoir les utiliser sans se soucier du risque d’agglomération, soit dans le milieu de culture 
cellulaire, soit à l’intérieur des QDs. Souvent en observant les QDs dans les cellules, on observe 
des amas de QDs. Il est alors difficile de savoir si les QDs sont internalisés en tant qu’amas ou 
s’ils sont internalisés puis s’agglomèrent dans le milieu intracellulaire, ou encore s’ils sont non 
agglomérés à l’intérieur de la cellule, mais sont concentrés à l’intérieur d’un même compartiment 
intracellulaire (par exemple endosome). Pour cela il est possible d’estimer la part de QDs 
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agglomérés dans le cytoplasme à partir des images numérisées de microscopie de fluorescence. 
L’écart-type (sd) de l’intensité de luminescence mesurée par pixel est normalisé par la moyenne de 
fluorescence à travers tout le cytoplasme (M). L’indice sd/M est faible lorsque les QDs sont 
répartis uniformément dans le cytoplasme, ce qui correspond à des nanocristaux non agglomérés 
et il est fort lorsque les QDs forment des agglomérats.222 Dans leur article, Giovanelli et coll. 
démontrent que les QDs recouverts de ces polymères ne s’agglomèrent pas, même dans le milieu 
intracellulaire, après avoir été internalisés par électroporation.224 Les ligands multidentés-
zwittérioniques offrent une meilleure stabilité que les ligands zwittérioniques bidentés, les micelles 
de QD-(PEG-phospholipides), ou encore l’encapsulation dans un copolymère amphiphile.224 
Ces polymères multifonctionnels peuvent également être utilisés pour améliorer la stabilité 
des nanosenseurs basés sur le FRET. Le fait que les groupes zwittérioniques augmentent peu le 
rayon des nanocristaux permettrait de garder l’accepteur de FRET à courte distance du QD, tout 
en apportant la stabilité utile à leur fonction et en évitant l’adsorption non spécifique de protéines 
qui gêneraient l’accès à l’enzyme d’intérêt. La liaison covalente des peptides aux polymères 
multidentés permettrait de prévenir la désorption des peptides ce qui serait considéré comme un 
signal positif dans le cas d’un détecteur basé sur le FRET. Une fonctionnalisation instable et non 
reproductible de la surface de nanoparticules entrave leurs applications potentielles en biologie, 
car elle entraîne une mauvaise reproductibilité des résultats expérimentaux. 
Le FRET se prête particulièrement bien pour détecter et mesurer l’activité d’enzymes 
clivant des séquences peptidiques, nous l’avons montré dans le troisième article. Mais le principe 
de FRET peut également être appliqué dans la détection d’autres catégories d’enzymes. Nous 
allons maintenant présenter comment le FRET, appliqué aux QDs, permet de détecter des 
enzymes comme les kinases ou les phosphatases, qui ne clivent pas de séquence peptidique, mais 
sont toutefois importantes dans de nombreuses voies signalétiques. 
6.3. Nanosenseurs pour la mesure d’autres enzymes que des 
protéases 
Les kinases sont des enzymes qui catalysent l’addition d’un groupe phosphate sur certains 
acides aminés (sérine, thréonine, tyrosine ou histidine) de protéines. Les phosphatases catalysent 
la réaction inverse. La phosphorylation est un processus post-traductionnel qui est impliqué dans 
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de nombreuses voies signalétiques importantes au sein de la cellule et sa dérégulation est 
impliquée dans de nombreuses pathologies. Voici deux types de détecteur applicables pour 
mesurer l’activité de kinases ou de phosphatases. 
Lowe et coll. ont développé un détecteur pour la détection simultanée des activités d’une 
kinase et d’une protéase.226 Pour la mesure de l’activité de la kinase phosphorylant le récepteur 2 
du facteur de croissance épidermique humain (HER2), les auteurs ont fonctionnalisé la surface de 
QD émettant à 655 nm avec le peptide substrat de l’enzyme. Lorsque l’enzyme est activée, il y a 
phosphorylation du groupe tyrosine du peptide. Un anticorps marqué avec de l’Alexa Fluor 660 et 
dirigé contre le peptide phosphorylé est ajouté à l’échantillon. La proximité de l’anticorps marqué 
avec le QD permet le FRET qui est détectable par spectrofluorométrie en excitant le QD.  
Freeman et coll. ont développé un détecteur similaire en utilisant un anticorps marqué qui 
reconnaît la séquence phosphorylée, mais ils ont également pu observer du FRET en utilisant la 
molécule d’ATP (adénosine triphosphate) marquée sur un phosphate par un fluorophore 
accepteur. L’ATP est le cofacteur de la kinase qui fournit le phosphate lié au fluorophore 
accepteur.227 Freeman et coll. ont également développé un détecteur pour mesurer l’activité de la 
phosphatase, qui clive le phosphate d’une protéine. Le détecteur est basé sur le transfert de charge 
(CT) en utilisant la proximité de quinones pour éteindre la luminescence des QDs. Contrairement 
au FRET, le mécanisme de transfert de charge agit sur une plus grande distance (20 nm), mais 
n’est pas très bien compris. Les auteurs ont fonctionnalisé la surface de QDs, émettant à 620 nm, 
avec le peptide substrat de la phosphatase alcaline. Initialement les QDs émettent de la lumière et 
gardent leur intensité de photoluminescence lorsque l’enzyme clive le phosphate. Toutefois, 
lorsque la tyrosinase est ajoutée, le résidu tyrosine résultant de l’action de la phosphatase est oxydé 
en dopaquinone. La dopaquinone va éteindre la luminescence des QDs.  
Une autre option pour mesurer l’activité spécifique d’une kinase pourrait être d’utiliser un 
modèle similaire à celui développé par le groupe de Tsien et coll.228 Ils ont développé un modèle 
basé sur le FRET entre deux protéines fluorescentes, une cyan et une jaune (CFP et YFP). Les 
protéines fluorescentes sont attachées ensemble par une séquence peptidique. Un segment du 
peptide est le substrat spécifique à la kinase. L’autre segment est une protéine qui acquiert de 
l’affinité pour le premier segment lorsqu’il est phosphorylé. La kinase induit donc le repliement, 
telle une épingle à cheveux du peptide reliant les deux protéines fluorescentes. Lorsque ce 
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segment est replié, les deux protéines fluorescentes sont à proximité l’une de l’autre et le FRET 
est possible. L’avantage de ce type de détecteur est qu’il peut être codé dans un plasmide pour être 
exprimé directement dans la cellule. On pourrait appliquer le même peptide, qui relie les deux 
protéines fluorescentes, pour relier un fluorophore organique à un QD (Figure 6.2.). L’avantage 
serait de pouvoir attacher plusieurs peptides à un même QD donneur, ce qui augmenterait 
l’efficacité du transfert d'énergie et améliorerait l’extinction de la luminescence des QDs. Cela 
augmenterait le ratio de signal par rapport au bruit. En plus des propriétés supérieures des QDs 
par rapport aux protéines fluorescentes, les longueurs d’onde d’émission du QD et du 
fluorophore pourraient être choisies dans le proche infrarouge. 
 
Figure 6.2. Schéma d’un senseur pour la kinase activée par l’AMP (AMPK) basé sur le FRET 
entre un QD et un fluorophore organique, le Cy7.  
Le substrat spécifique à l’AMPK est phosphorylé sur sa tyrosine, ce qui induit le repliement du 
segment FAH1 sur le substrat, approchant le fluorophore Cy7™ du QD. 
 
6.4. Développement d’outils diagnostiques multiplexes 
Peu de pathologies peuvent être diagnostiquées à partir d’un seul biomarqueur. Pour 
effectuer un diagnostic précis et suivre la progression de la maladie, il est conseillé de tester la 
présence de plusieurs biomarqueurs. Les techniques classiques consistent à effectuer des tests 
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d’ELISA (« Enzyme-Linked ImmunoSorbant Assay ») en sandwich qu’il faut effectuer pour chacun 
des biomarqueurs séparément. Ces techniques requièrent beaucoup d’anticorps monoclonaux, ce 
qui coûte cher, mais surtout les temps d’incubation sont longs, du fait que les anticorps de capture 
sont disposés sur la surface plane et immobile du fond du puits. De plus si l’échantillon à traiter 
est peu volumineux, le nombre d’analyses est limité. L’objectif est de créer un test diagnostique 
permettant de mesurer un nombre conséquent de biomarqueurs (protéines ou acides nucléiques) 
de façon spécifique et reproductible, dans un échantillon de volume limité et avec un temps 
d’analyse faible. 
La compagnie Luminex Corporation a développé un système d’analyse biologique 
permettant de tester plusieurs biomarqueurs simultanément à partir d’un échantillon de volume 
faible (50 µL) et basé sur le principe du cytomètre de flux. En cytométrie de flux, des 
microparticules ou des cellules sont ordonnées par un flux et passent les unes après les autres 
devant plusieurs détecteurs pour y être interrogées sur leurs propriétés optiques. Les détecteurs 
mesurent l’intensité de diffusion latérale et de diffusion vers l’avant, mais surtout l’intensité de 
fluorescence. On parle de multiplexage lorsqu’on est capable de détecter en parallèle plusieurs 
marqueurs fluorescents associés à des biomarqueurs cellulaires. La cytométrie de flux permet de 
lire rapidement les paramètres optiques d’un grand nombre de particules. En particulier, ce qui 
permet le multiplexage est la capacité à identifier chaque particule selon ses propriétés optiques. 
Le système Luminex® est particulièrement adapté à la recherche biomédicale pour développer des 
tests diagnostiques.  
La compagnie Luminex commercialise des microbilles de polystyrène, de 6,5 µm de diamètre, 
remplies d’un mélange de deux colorants à des ratios différents, de telle sorte que le détecteur 
optique du cytomètre puisse identifier la bille en mesurant le niveau de fluorescence de chacun 
des deux fluorophores (rouge et proche infrarouge). Ce système permet d’identifier jusqu’à 100 
billes différentes. Cela permet potentiellement de mesurer la concentration de 100 biomarqueurs 
différents (protéines ou ADN) à partir d’un même échantillon. Dans le cas d’une protéine, celle-ci 
est capturée par un anticorps monoclonal conjugué à la surface de la bille, un second anticorps 
reconnaissant un autre épitope du biomarqueur prend celui-ci en sandwich. Le deuxième 
anticorps est conjugué à la phycoérythrine utilisée pour révéler le niveau du biomarqueur par le 
détecteur dans l’instrument de cytométrie de flux. Dans le cas d’un biomarqueur à base d’ADN, 
un oligomère de capture peut être conjugué à la surface de la microsphère. Un deuxième 
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oligomère est ajouté. Celui-ci est complémentaire à l’autre extrémité de la séquence-cible capturée 
et est conjugué à la phycoérythrine pour la détection. Les billes sont passées et analysées les unes 
après les autres, et leurs caractéristiques optiques sont lues. Un laser est consacré à la 
reconnaissance de la composition en fluorophores de la bille et un autre à la mesure du niveau de 
fluorescence de la phycoérythrine. Ce n’est que quand le détecteur lit les deux signaux en même 
temps qu’il enregistre le signal, ce qui permet d’éliminer les signaux provenant des anticorps seuls, 
n’ayant pas reconnu le biomarqueur ou n’étant pas conjugués à la bille. 
Toutefois, l’utilisation de fluorophores organiques pour identifier les billes a quelques limitations. 
Leur spectre d’émission est large, ce qui augmente le chevauchement des pics et rend plus difficile 
la déconvolution du signal. De plus, les microsphères dopées avec plusieurs fluorophores 
organiques requièrent plusieurs sources d’excitation, ce qui augmente la taille de l’instrument 
d’analyse et son coût. La largeur des pics d’émission des fluorophores, utilisés dans le système 
commercial, limite le nombre de billes différentes pouvant être reconnues à une centaine. En 
remplaçant les fluorophores organiques par des QDs de différentes couleurs et en variant 
l’intensité de la luminescence de chacun des QD, il est possible de créer théoriquement Nm-1 
billes de couleurs différentes. Avec m le nombre de couleurs de QDs différentes et N l’intensité 
de cette couleur. Pour six QDs de couleurs différentes et avec dix niveaux d’intensité de 
luminescence pour chaque couleur, il serait possible de créer (106 – 1) = 1 000 000 de billes 
uniques différentiables par le détecteur spectrofluorométrique. Un nombre aussi élevé de billes ne 
serait pas viable pour mesurer le niveau d’expressions de protéines, car les anticorps monoclonaux 
sont très dispendieux, mais pour des séquences d’acides nucléiques ce système pourrait être 
envisagé.229 L’avantage d’utiliser des billes micrométriques est qu’elles offrent un grand ratio de 
surface par volume, ce qui permet de réduire considérablement le temps d’incubation et la 
quantité d’anticorps nécessaires par rapport aux tests ELISA. 
Plusieurs méthodes existent pour l’incorporation de QDs dans les billes de polystyrène. La 
méthode du groupe de S. Nie produit des microsphères de faible dispersité de taille et de gamme 
de tailles large (de 100 nm à 10 µm), mais la méthode est fastidieuse et requiert plusieurs étapes.229 
La première étape consiste à préparer les billes de polystyrène par polymérisation en émulsion 
avec du styrène (98 % vol/vol), du divinylbenzène (1 % vol/vol) et de l’acide acrylique (1 % 
vol/vol) à 70 °C. Il est possible de modifier la taille finale des billes en contrôlant la quantité du 
stabilisateur (polyvinylpyrrolidone, Mw 40 000 Da) ajouté pendant la synthèse. Les QDs sont 
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incorporés en gonflant les billes de polystyrène dans un mélange de solvants contenant 5 % de 
chloroforme (vol/vol) et 95 % de butanol ou propanol (vol/vol). Pour créer le code-barre, des 
QDs d’émission distincte sont choisis et mélangés en jouant sur les quantités de chaque type de 
QD avant de les incorporer dans les microsphères. L’incorporation prend 30 minutes pour 
chaque mélange de QDs.  
En analysant le spectre des microbilles après l’incorporation du mélange de QDs, les 
auteurs n’ont pas observé de FRET entre les QDs encapsulés, car ceux-ci sont maintenus espacés 
les uns des autres dans les pores de la microsphère de polystyrène. Il a même été observé que les 
spectres d’émission des QDs encapsulés dans les microsphères étaient de 10 % plus étroits.229 Des 
spectres plus étroits aident à la déconvolution du signal par le détecteur. 
Plus récemment, le groupe de W. Chan a utilisé la méthode de focalisation par flux 
continu (« continuous flow focusing ») qui permet de créer des billes en une seule étape, sans étape de 
purification.230, 231 Dans cette méthode, un mélange de deux (ou plus) couleurs de QDs différentes 
sont mélangées à des concentrations différentes avec du poly(styrène-co-anhydre maléique) dans 
du chloroforme. La solution est introduite dans un système de focalisation par flux par une 
pompe à seringue. La solution aqueuse, qui est utilisée comme liquide de focalisation, s’écoule 
jusqu’à une buse placée à la sortie. Les microbilles sont créées à la l’extrémité de l’embout cônique 
de la buse et récupérées dans un bécher rempli d’eau. Les groupements anhydrides de la surface 
sont hydrolysés pour former des groupements acides carboxyliques pouvant servir à bioconjuguer 
des anticorps ou oligonucléotides. Dans leur article, les microbilles sont uniformes et mesurent 
5 ± 1 micromètres.  
Dans leur article, le groupe de Chan a étudié le nombre d’oligonucléotides nécessaires à 
conjuguer à la surface de la bille. L’utilisation d’un nombre trop élevé d’oligonucléotides peut 
engendrer un prix inutilement élevé du test diagnostique, sans apporter d’amélioration de la 
sensibilité. Les auteurs ont déterminé que, pour une concentration inférieure à un picomolaire de 
la solution d’oligonucléotides pour un million de billes, la séquence nucléique cible n’était pas 
détectée. De même, pour une concentration de 100 picomolaires d’oligonucléotides pour un 
million de billes, la concentration était trop élevée, engendrant une gêne stérique, ce qui a 
empêché l’hybridation optimale des brins ciblés. Ils ont effectué la conjugaison en mélangeant 10 
pM d’oligonucléotides pour un million de billes. 
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En plus du nombre d’oligonucléotides ou d’anticorps de capture à la surface des billes, la 
limite de détection dépend de la capacité de l’instrument à détecter le fluorophore de détection. La 
compagnie Luminex utilise la phycoérythrine, qui a un rendement quantique de 0.84 et un 
coefficient d’extinction de presque 2 x 106 M-1.cm-1, ce qui en fait un fluorophore très brillant. La 
compagnie rapporte que le détecteur nécessite un minimum de 1000 molécules de phycoérythrine 
par microsphère pour enregistrer un signal. La brillance des QDs pouvant être très élevée, il serait 
possible d’améliorer la limite de détection en employant des QDs conjugués aux biomolécules de 
détection. 
Le système Luminex requiert de 25 à 50 µL d’échantillon pour effectuer l’analyse. Si le 
système est "boosté" par l’utilisation de QDs pour doper les microsphères, il peut être nécessaire 
d’augmenter le volume de l’échantillon.  
Une alternative sans l’utilisation d’un cytomètre de flux pourrait être d’utiliser des billes de 
polystyrène de tailles micrométriques différentes, chaque taille étant conjuguée à un anticorps ou 
un oligonucléotide de capture spécifique. Les antigènes seraient alors reconnus par des anticorps 
secondaires conjugués à des QDs. Les billes pourraient alors être injectées dans l’instrument 
d’AF4, l’instrument pouvant facilement résoudre 5-6 tailles de billes différentes. Le 
spectrofluoromètre placé à la sortie de l’instrument serait alors à même de mesurer la 
luminescence des QDs et donner le niveau de chaque biomarqueur. Toutefois, il faudrait ajuster le 
nombre de billes selon la taille pour que la surface totale couverte par chaque anticorps soit égale 
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Chapitre 7. Conclusions et perspectives 
Au cours de cette thèse, nous avons illustré la place que pouvait avoir les QDs parmi les 
nanomatériaux existants. Les études menées se sont focalisées sur plusieurs aspects des 
nanocristaux :  
a) L’effet du ligand de surface sur l’interaction avec les cellules. 
b) L’effet du ligand de surface sur l’agglomération des QDs en milieu de culture 
cellulaire. 
c) L’inflammation causée par des nanoparticules et comment celle-ci peut être mesurée 
en temps réel. 
Dans le premier article, quatre échantillons de nanocristaux luminescents (QDs), qui 
diffèrent par leurs ligands de surface, ont été synthétisés et caractérisés. L'objectif était d'étudier 
l'effet du ligand de surface sur le taux et le mode d'internalisation dans deux types de cellules 
humaines pertinentes, les hépatocytes et les cellules rénales. Les quatre types de QDs sont 
internalisés rapidement, avec un profil similaire, mais à des degrés différents selon le ligand. 
Comme attendu, les ligands ayant une charge positive conduisent à la plus forte internalisation. 
Indépendamment du ligand, la quantité de QDs internalisés augmente rapidement et atteint un 
plateau au bout de 6 heures puis diminue graduellement. Nous avons montré par microscopie 
confocale que les QDs sont dirigés vers les compartiments lysosomaux, mais qu'une partie est 
redirigée vers la membrane plasmique et colocalise avec le colorant PHK67 utilisé pour marquer 
celle-ci. Nous avons suggéré l'existence d'un mécanisme d'élimination des QDs par les cellules. 
Nous avons mis en évidence le rôle de la glycoprotéine-P (P-gp) qui est exprimé à des niveaux 
différents selon le type cellulaire. En effet, nous avons observé des niveaux variables d'efflux des 
QDs selon le type cellulaire. Pour chaque ligand il peut y avoir plusieurs modes d'internalisation 
actifs simultanément. Selon le type de ligand, certaines modes participent plus que d'autres. Pour 
les quatre types de QDs, le mode prédominant est l'endocytose par les radeaux lipidiques, ce qui 
concorde avec les résultats de la littérature. Pour les QDs modifiés avec de la cystéine, nous avons 
révélé que le transporteur de cystéine joue un rôle dans leur internalisation.  
Ainsi, nous avons démontré qu'il y a bien internalisation de tous les types de QDs, mais à 
des niveaux variables selon le ligand de surface et le type cellulaire. Le mode d'internalisation 
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principal employé est l'endocytose par radeaux lipidiques/cavéolines et il existe un mode 
d'élimination des nanocristaux internalisés par les cellules, qui dépend du niveau d'expression de la 
P-gp. 
Dans le premier article, nous avions assumé que la taille était conservée d'un ligand à 
l'autre, ce que nous avions confirmé par AF4/DLS dans une solution tampon à pH 7.4. 
Cependant, nous avions remarqué que plusieurs QDs perdaient leur stabilité en milieu de culture 
cellulaire. Dans le deuxième article, nous sommes partis de l'hypothèse que l'agglomération des 
QDs, en milieu de culture cellulaire, entraîne un changement dans le mode d'internalisation 
cellulaire. L'agglomération des QDs en milieu biologique a été caractérisée et quantifiée grâce à 
l'AF4. L'AF4/DLS donne les tailles et les concentrations des particules injectées. Comme 
l'agglomération est un processus dynamique, l'AF4 est une technique adaptée, car elle permet de 
mesurer rapidement la distribution de tailles des QDs dans le milieu biologique, à tout moment. 
L'AF4 offre d'autres avantages, comme la flexibilité dans les solvants d'élution et la capacité 
d'analyser des échantillons de tailles polydisperses. Pour les mesures d'internalisation, le modèle de 
cellules microgliales a été choisi, car ce sont des cellules de surveillance du système nerveux 
central, donc propices à internaliser des particules étrangères. De plus, les microglies sont capables 
de phagocytose, ce qui est pertinent lorsqu’on étudie l’internalisation d’agglomérats de tailles 
proches du micromètre. Trois ligands de surface différents ont été utilisés pour recouvrir les QDs. 
Nous avons montré par AF4 que chacun des types de QD a une distribution de taille différente 
en milieu de culture cellulaire, en présence ou en absence de protéines du sérum. Les protéines du 
sérum interagissent fortement avec les surfaces des QDs modifiés par des ligands courts. Ils 
forment des agglomérats de quelques centaines de nanomètres pour les QD-MPA, et stabilisent 
les QD-DHLA en formant des petits agglomérats de quelques QDs. Les QD-PEG sont stables 
en milieu de culture cellulaire, toutefois, on observe une légère augmentation de la taille lors de 
l’ajout de protéines du sérum, suggérant qu’il puisse y avoir adsorption de protéines. Pour chaque 
type de QD, les tailles mesurées par AF4 concordent avec les modes d'internalisation déterminés 
par l'utilisation d'inhibiteurs spécifiques. Les QDs non agglomérés et les agglomérats de petite 
taille sont internalisés principalement par endocytose à travers les radeaux lipidiques. Cependant, 
les QD-PEG sont nettement moins internalisés par rapport aux deux autres QDs modifiés avec 
des ligands courts. Les agglomérats larges formés par les QD-MPA en présence de protéines du 
sérum, entrent par phagocytose, qui représente près de la moitié des QDs internalisés. La 
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phagocytose ne participe pas significativement à l'internalisation des autres QDs ou des QD-MPA 
en absence de protéines du sérum.  
Pour poursuivre dans cette étude, il serait intéressant d’analyser si le fait que les QDs 
forment des agglomérats entraîne une cytotoxicité inédite. Pour cela, il serait possible de comparer 
la toxicité au cours du temps entre des QDs ajoutés aux cellules lorsqu’ils sont bien dispersés et 
après plusieurs heures dans les conditions de milieu cellulaire en présence de protéines du sérum. 
Cela nous indiquerait si l’ajout d’agglomérats de nanoparticules cause une toxicité. Dans le cas où 
les agglomérats entraînent une toxicité, le changement de mode d’entrée cellulaire impliqué dans 
l’internalisation des QDs pourrait expliquer cette toxicité propre aux nanocristaux agglomérés. 
Nous nous sommes également intéressés à l'internalisation induite par les récepteurs de 
surface dans le cadre de l'étude des mécanismes d'initiation de l'inflammation et de la réponse 
immunitaire aux nanoparticules dans le système nerveux central. Dans l'article de Lalancette, 
Moquin, et coll. (référence 42 dans le chapitre 4), des nanoparticules de LPS ont été rendues 
luminescentes par l'incorporation de QDs. Après la caractérisation des complexes de LPS-QD, 
ceux-ci ont été administrés à des cultures cellulaires de microglies N9 et chez la souris par 
administration intranasale. Les nanoparticules de LPS-QD ont provoqué une activation 
significative des cellules microgliales par rapport au LPS seul. Nous avons utilisé des souris 
transgéniques ayant des gènes de la luciférase et de la protéine fluorescente verte (GFP) placés 
sous le contrôle du promoteur de la Toll-Like Receptor 2 (TLR-2). Ce modèle animal permet de 
suivre en temps réel et de façon non invasive, la réponse inflammatoire des cellules microgliales 
lors de l'administration intranasale de nanoparticules. Nous avons identifié que les récepteurs 
TLR-4 sont impliqués dans la reconnaissance des nanoparticules. Par analyse in vivo avec le 
système IVIS, nous avons observé que les nanoparticules de LPS-QD induisent l'expression des 
récepteurs TLR-2 d'abord dans les microglies du bulbe olfactif puis dans celles de la région 
pariétale du cerveau. L'analyse immunohistochimique de ces régions du cerveau, en ciblant 
l'expression des protéines Iba-1 et CD68 (marqueur de la phagocytose chez les cellules 
microgliales), a confirmé la carte d'activation des microglies. En analysant le contenu des 
microglies, nous avons noté un réarrangement des gouttelettes lipidiques sous l'effet des LPS-QD. 
Les gouttelettes lipidiques sont devenues moins nombreuses, mais plus volumineuses, ce qui 
pourrait être un mécanisme de protection de la cellule. Nous avons identifié la voie de 
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signalisation MAPK comme étant responsable de l'expression de TLR-2 et du réarrangement des 
gouttelettes lipides chez la microglie. 
Dans le troisième article, nous avons suivi plus en détail le parcours des molécules de LPS 
marquées dans les cellules microgliales. Également, nous avons voulu mesurer sensiblement 
l'activation d'une enzyme intracellulaire impliquée dans le processus de l'inflammation. Nous 
avons construit un détecteur pour la détection de l'activité de la caspase-1 et nous avons démontré 
son efficacité sur des cultures de cellules microgliales et in vivo par administration chez la souris. 
Il a été possible de mesurer l'activation de la caspase-1 en temps réel après l'exposition des cellules 
à des agents proinflammatoires, comme le LPS ou le LPS-QD. Le détecteur fonctionne grâce au 
FRET entre un QD et des fluorophores. C'est le ratio de la luminescence du QD sur la 
fluorescence du fluorophore qui est calculé et tracé en fonction du temps afin de suivre l'activité 
de l'enzyme. Les molécules de LPS marquées sont en partie internalisées après reconnaissance par 
les récepteurs TLR-4, qui les dirigent vers les lysosomes. Toutefois, ceux-ci sont endommagés 
sous l'effet du LPS, ce qui a été confirmé par acridine-orange. Nous avons suggéré que le pH 
acide des lysosomes joue un rôle dans la déstabilisation du LPS dans les lysosomes. Par l'analyse 
AF4/DLS des tailles des nanoparticules de LPS-QD, nous avons montré qu'à pH acide, les 
nanoparticules de LPS deviennent très larges (≥ micromètre), ce qui causerait la rupture des 
lysosomes. Le contenu des lysosomes, déversé dans le cytosol, active l'inflammasome qui produit 
la caspase-1 activée. Nous avons mis en évidence les étapes clés de la transduction du signal de 
l'inflammation, depuis la membrane plasmique et l'interaction entre le LPS et les récepteurs TLR-
4, jusqu'aux changements fonctionnels observés au niveau des lysosomes, mitochondries et 
gouttelettes lipidiques.  
L'efficacité du détecteur développé est supérieure à celle des tests pour la caspase-1 
disponibles commercialement. Une concentration plus faible en substrat est requise et le nombre 
de cellules nécessaires au test est réduit considérablement. Nous sommes également les premiers à 
avoir mesuré l'activité de la caspase-1 en temps réel chez l'animal. L'activité de la caspase-1 
augmente deux heures après l'exposition des cellules à du LPS administré par injection 
intraparenchymale, et quatre heures après exposition à du LPS-QD. Le LPS-QD est sûrement 
plus stable par rapport au LPS seul et s'échapperait des lysosomes plus lentement. Le détecteur 
fonctionne bien chez l'animal et il reste stable pendant au moins quatre heures dans l'organisme. 
 203 
Dans le même esprit de senseurs développés pour la mesure de l’activité de protéases, on 
pourrait développer un senseur basé sur l’extinction de luminescence par proximité avec des 
nanoparticules d’or. Lorsque des fluorophores organiques ou des QDs sont à proximité de la 
surface de nanoparticules d’or (< 20 nm), leur émission est éteinte. En développant une séquence 
similaire à celle que nous avons utilisée pour la mesure de l’activité de la caspase-1, il serait 
possible de relier plusieurs QDs à la surface d’une nanoparticule d’or par des séquences 
peptidiques qui sont le substrat d’autres enzymes. Le pic d’émission étroit des QDs et leur bande 
d’absorption large permettrait de cumuler plusieurs QDs de couleurs différentes reliés par des 
peptides substrats de différentes protéases sur la même nanoparticule d’or. Chaque séquence 
peptidique serait reliée à une couleur de QD. Ainsi, il serait possible avec un senseur de détecter 
l’activité de plusieurs enzymes simultanément. Grâce au multiplexage des QDs, on pourrait 
utiliser de 4 à 5 couleurs distinguables par un spectrofluoromètre ou un microscope confocal et 
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A1.1. Abstract 
Field flow fractionation is an analytical technique that allows the separation of particles 
over a size range, from a few nanometers to several microns in diameter. The separation takes 
place under mild conditions and is suited for the analysis of neutral or charged particles. A single 
measurement yields the size and concentration of each component of a mixture. However, 
developing a suitable fractionation method can be tedious and time-consuming. In this chapter, 
we present asymmetrical flow field-flow fractionation (AF4) conditions that have proven their 
reliability for the analysis of quantum dots and other nanoparticles in the 5 to 50 nm size range. 
Common pitfalls are emphasized together with strategies to overcome them. 
A1.2. Introduction 
Field-flow fractionation (FFF) offers great versatility in the types of sample to be analyzed 
and it provides a full sample characterization in a single measurement typically within 30 min.1-3 
Various FFF subtechniques are available depending on the field applied to the sample.4-9 They 
each have specific advantages and drawbacks. For example, sedimentation FFF (SdFFF), in which 
the field is gravitational, has a much greater resolving power than the other subtechniques, but it 
is only applicable for particles larger than 100 nm that have a density significantly different from 
  
xxv 
that of the carrier liquid. In flow field-flow fractionation (FlFFF), the field is provided by a 
crossflow applied perpendicularly to the elution flow. The acronym AF4 (asymmetrical flow field-
flow fractionation) refers to FlFFF for which the channel is of trapezoidal shape instead of an 
elongated hexagon.10 Most commercial FlFFF systems are using AF4, in view of its versatility, 
relative simplicity and its wide range in terms of particle size.11-13 In the following section, we 
present the principle of the fractionation and review the importance of each parameter as well as 
describe step-by-step the process to obtain a fractionation of quantum dots (QDs) and optimize 
the fractionation conditions. 
Quantum dots are one of the most representative nanoparticles used in the nanosciences. 
They are nanometer sized semiconductor crystals, which can be made with core or core-shell 
architecture, and have been extensively used for imaging applications both in vitro, at the single cell 
level,14-16 and in vivo,17-23 mainly in animals bearing tumors. Their main attractiveness relies on the 
fact that their luminescence emission can be tuned by controlling the size and size distribution of 
the particles. Because, the emission maxima are directly related to the sizes, it is possible to have a 
qualitative appreciation of the size distribution of a QD sample by measuring its luminescent 
emission spectrum. FlFFF can provide quantitative data on the QD’s (and other nanoparticles) 
size distribution, presence of aggregates, adsorbed proteins (opsonized particles), and nanoparticle 
decomposition.24 
A1.2.1. Principle of Flow Field-Flow Fractionation 
In FFF, the separation of the sample takes place inside a narrow ribbon-like channel 
clamped between two parallel surfaces through which a field can be applied (Fig. A1.1.). A carrier 
liquid is pumped through the channel from the inlet (sample injection) to the outlet (detector). A 
parabolic flow profile (Newtonian flow) is established inside the channel, as in a capillary tube. 
Flow velocities vary from 0 on the walls to a maximum value in the center of the channel. A field 
is applied perpendicularly to the flow direction while the carrier liquid containing the sample flows 
through the channel. This induces the transport of the sample towards one wall, creating a 
concentration gradient. A diffusion flux in the opposite direction is induced according to Fick’s 
law leading to a steady state where each component of the sample reaches a position at a unique 
distance from the wall. Due to the parabolic flow profile, the components are transported in the 
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direction of the longitudinal channel axis at varying velocities, depending on their distance from 
the channel walls. Since smaller objects diffuse faster than larger ones, the elution from the 
channel outlet proceeds from the smaller species to the larger ones. In AF4, three flows are used 
(chapter 18 in 4, 10): (1) a tip-flow is introduced from the top of the channel; it is through this flow 
that the sample is injected and carried down the channel; (2) a focus-flow is introduced from the 
mid-section of the channel or from the output of the channel, depending on the instrument. This 
flow creates a focusing zone as it meets the tip-flow at the top of the channel. The distance 
between the input and the focusing zone is controlled by adjusting the rate of each flow; (3) a 
crossflow is applied perpendicularly to the direction of the channel, either passively or with a 
pump that sucks the carrier liquid out through an ultrafiltration membrane placed on the bottom 
wall of the channel.  
A1.2.2. Features of the Channel 
The channel is held in place by two blocks. At the channel bottom, there is a stainless steel 
block fitted with a permeable frit serving as a support for the membrane. A spacer sheet, 100-500 
µm thick, is placed on top of the membrane. A trapezoidal area is cut out within this sheet to 
form the channel. The thickness of the spacer sheet determines the thickness of the channel, 
although the channel is slightly thinner than the spacer itself, due to the compression imposed on 
the sheet by the two blocks. The actual channel volume must be determined experimentally by 
measuring the elution time of a sample which has a well-known diffusion coefficient at a given 
temperature (chapter 18 in 4, 10). The second block, made of Plexiglas, forms an impermeable wall 
on top of the channel. The advantage of Plexiglas is that it offers a smooth surface and is 
transparent, allowing the user to measure the distance of the focusing line from the top of the 





Figure A1.1. Schematic representation of the channel used in asymmetrical flow field-flow 
fractionation. The inset illustrates the laminar flow in the channel. 
A1.2.3. Features of the Membrane 
Several membranes are available commercially (Table A1.1). The selection of the most 
suitable membrane for a specific sample is based on the following consideration: (1) the 
membrane material must be compatible with the solvent (no swelling or dissolution); (2) the 
sample analyzed should not adsorb on the membrane; (3) the membrane surface should be flat, 
smooth, and devoid of ridges; (4) thick membranes should be avoided as they may protrude into 
the channel upon compression of the spacer, thereby causing channel clogging; the optimal 
membrane thickness is 250 µm; (5) the molecular weight cut-off (MWCO) of the membrane is 
commonly set at 10-kDa. The use of membranes with smaller MWCO values results in an 
increase in the system pressure. If membranes of low MWCO are needed, the crossflow value 
should be decreased, keeping the ratio of the crossflow to detector flow (Vc/Vout) constant. 
Membranes with higher MWCO values may lead to significant loss of small species in a sample. 
The use of an inappropriate membrane may lead to loss of signal upon sample injection, an 
indication that the sample is adsorbed onto the membrane. This problem can be solved by 
conditioning the membrane: several injections of the same sample are performed until the 
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membrane surface is saturated, such that the subsequent runs will lead to full sample recovery. It 
is also possible to choose a carrier liquid with a different ionic strength, pH, or with an added 
surfactant. For charged samples, a membrane with the same charge should be used, to prevent 
electrostatically-induced adsorption of the sample to the membrane. 
Table A1.1. List of membrane materials available for analysis of different sample types in aqueous 
media 
Membrane name Use 
MW 
cut-off 

























10 kDa Postnova Z-MEM-AQU-615 









AF4 experiments were carried out on an AF2000-MT (Postnova Analytics GmbH, 
Landsberg, Germany), equipped with a channel oven for temperature control in the mid-
temperature range (MT: 5 °C-80 °C), which was left at ambient temperature for this experiment. 
Three pumps were used, two isocratic pumps (Postnova, PN1130) to provide the tip-flow and 
focus-flow, while a Kloehn syringe pump (Postnova, PN1610) provided the crossflow. The 
degasser (Postnova, PN7505) was placed between the carrier liquid reservoir and the isocratic 
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pumps. Two 0.1 µm VVPP filters (Durapore, VVLP04700, Millipore) were placed inline after 
each pump. They were changed regularly, as soon as the pressure increased above 20 Bar for a 
flow rate of 1 mL/min of aqueous carrier liquid (see Note 1). 
The AF4 was equipped online with a UV absorbance detector from Shimadzu (SPD-20A, 
sold by Postnova PN3211, operating from 190 nm-700 nm), measuring absorbance at the 
wavelength of 300 nm, which is strongly absorbed by quantum dots. A spectrofluorometric 
detector, also from Shimadzu (RF-10AXL, sold by Postnova PN3410), was placed after the UV 
absorbance detector. 
For the negatively charged QDs, a polyethersulfone membrane (Z-MEM-AQU-615) was installed 
in the channel. 
A1.3.2. Reagents and Chemicals 
1. Deionized water was obtained from a Millipore Milli-Q water system (18.2 MΩ.cm, 25 °C) 
and was further filtered using 0.1 µm VVPP filters for aqueous solutions. The 10 mM NaCl 
solution was prepared from the same Milli-Q water and was filtered using the 0.1 µm VVPP filter. 
The carrier liquid was degassed by sonication for 15 min. 
2. Bovine Serum Albumin was purchased from Sigma-Aldrich (≥ 98%, A7906) as lyophilized 
powder. 
3. Chemicals used to prepare the QDs were purchased from Sigma-Aldrich and PCI 
Synthesis, and were of technical grade. The end product was purified by precipitation in methanol 
and resuspension in chloroform, before surface ligand exchange using 3-mercaptopropionic acid 
(MPA). After suspension in water, the QDs were separated from the excess MPA by precipitation 
in the presence of 1:1 (v/v) water:ethanol and resuspension in deionized water. 
A1.3.3. Sample Preparation 
If possible, the sample should be prepared in the same liquid as the carrier solution. It 
should be freshly prepared prior to analysis. The volume to be injected is determined by the 
volume of the injection-loop. It can be tuned by modifying the length, or the inner-diameter of 
the loop tubing. In general, volumes between 3 and 25 µL are selected. The sample load per 
  
xxx 
injection should be small (1-100 µg/injection).25 This will decrease particle-particle and/or 
particle-wall interactions that can occur with sample-overload, resulting in reduced resolution or 
sample loss. The optimal sample load has to be adjusted to the sensitivity of the detectors in order 
to obtain acceptable signal to noise ratios (see Note 2 about Sample overloading). Surfactants 
may be used to increase the solubility and improve the dispersion of the sample.4 Certain samples 
can also be evenly dispersed using vigorous mechanical agitation or sonication; however, care 
must be taken to avoid damaging or causing changes to the surface of the samples. 
We have chosen as an example, a QD sample with mercaptopropionic acid (MPA) as a 
surface ligand. The CdSe/CdZnS QDs were prepared by following the protocol presented by 
Pons et al.26 QDs have been analyzed previously by field-flow fractionation in environmental 
studies,27, 28 as proof-of-concept,29, 30 or in Zattoni et al.31 for polymeric coated QDs. 
Two modes exist in FlFFF, the normal mode, for small particles with diameter between 2 
nm and 1 µm, and the steric mode for particles larger than the micrometer. Depending on the size 
of the particles contained in the sample to be analyzed, the method will have to be adapted. A 
higher sample load (50-1000 µg) is usually required in the steric mode.  
Surfactants may be used to increase the solubility and improve the dispersion of the 
solution.4 Certain samples can also be evenly dispersed using vigorous mechanical agitation or 
sonication; however, care must be taken to avoid damaging or causing changes to the surface of 
the samples. 
A1.3.4. Eluent 
Virtually any liquid compatible with the sample and the channel/tubing materials can be 
used in AF4. Stainless steel channels are also available for fractionation analysis requiring organic 
solvents. All liquids should be degassed and filtered with 0.1-0.2 µm filters to remove any 
particulate material before entering the pumps. The use of an online degasser is recommended to 
remove residual microbubbles, which can cause baseline noise in light scattering detection. 
Aqueous buffers should be prepared from deionized water to which salts are added. 
Bactericides, such as sodium azide (0.01-0.02%, 0.05% in case of long-term disuse), may be added 
to prevent bacterial growth (see Note 3). The ionic strength of the buffer has to be selected 
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carefully as it affects sample retention time, stability against aggregation, and adsorption on the 
membrane. If the ionic strength is too low, repulsion forces between charged particles will cause 
the particles to equilibrate further from the membrane and, consequently, the sample will elute 
too quickly. Hupfeld et al. have studied how the ionic strength and osmotic pressure of the carrier 
liquid affects the retention time of liposomes.32 The pH of the solution affects the retention time 
of samples carrying pH-sensitive groups (carboxylic acids, amines, etc). For protein analysis, the 
buffer pH has to be different from the isoelectric point of the protein in order to avoid 
adsorption of the protein on the membrane. Ethanol is not recommended to use in the long term 
as it may cause cracks in the Plexiglas plate (see Note 4). 
Viscosity should also be considered when choosing a proper solvent, as the crossflow field 
needed to produce a certain crossflow is proportional to solvent viscosity. It is recommended to 
use solvents of low viscosity (see Note 5). 
A1.3.5. Miscellaneous Instrumental Features  
Filters and Tubings: Filters should be placed inline after each pump to prevent 
contamination of the sample by particulate matter from the pumps. The filters should be changed 
frequently (when the pump pressure reaches 20 Bar for 1 mL/min, see Note 5). Selection of the 
proper tubing is important in the FlFFF system, since the inner-diameter of the tubing regulates 
the pressure in different regions of the system. Tubing with an inner-diameter of 0.01 in is usually 
satisfactory. The length of the tubing should be kept as small as possible, mainly in the critical 
regions such as the tubing linking the injector to the channel, the channel to the detectors, and in 
between detectors. The dead volume contained in this tubing is responsible for band broadening, 
because in the absence of field, the sample diffuses freely. One should keep in mind that small 
inner-diameters can introduce shear stress on the sample. For analysis of shear sensitive samples, 
it is possible to use larger diameter tubing, at the expense of resolution. PEEK 
(polyetheretherketone) tubing is used for all of the applications of Flow FFF in aqueous media. 
For organic solvents, such as tetrahydrofuran, PEEK cannot be used; stainless steel is 
recommended in this case. 
Detectors: For complete characterization of a sample, it is useful to have more than one 
detection method. The concentration of the eluting sample is determined with a UV/Vis 
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absorption detector or a refractive index detector (see Note 6). A multiangle light scattering 
(MALS) detector yields the molecular weight and the root-mean-square (rms) radius of each 
sample component as it elutes from the channel. A photon correlation spectroscopy (PCS) or 
dynamic light scattering (DLS) detector measures the diffusion coefficient of the eluting 
components. Diffusion coefficients can be calculated from the species retention times using the 
field-flow fractionation theory. Therefore DLS detection provides an independent method to 
confirm the validity of the theory. Other detectors, such as a fluorescence detector, can be linked 
to the instrument for enhanced characterization of samples subjected to analysis. Finally, an added 
feature of FlFFF is the ability to collect fractions as they elute out of the channel. The collected 
fractions can be analyzed by complementary techniques, such as scanning electron microscopy, 
transmission electron microscopy, inductively coupled plasma, mass spectrometry, or used for in-
vitro biological experiments. 
A1.4. Methods 
Have ready before sample analysis: 
A1.4.1. Channel Preparation 
The channel should be prepared in advance with the appropriate membrane and spacer 
for the sample to be analyzed. It is recommended to change the membrane after 30 runs. 
1. Rinse all the elements and soak the membrane and the frit for a few minutes in Milli-Q 
water, before assembling the channel. 
2. Place the frit in the bottom block and lay the membrane above it with the smooth side 
facing up, making sure it stays aligned with the frit. 
3. Install the spacer above the membrane. 
4. Close the channel with the block of Plexiglas.  
5. Use a torque wrench to bolt the channel together. The torque wrench is used to provide a 
precise and uniform pressure throughout the channel. Tighten the bolts from the center of the 
channel moving outwards in a spiral fashion. The amount of torque to apply to the bolts depends 
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on the channel type and should be specified in the manufacturer’s guide (it varies from 2 to 9 
N.m). 
After the channel is assembled and placed in a vertical position: 
1. Connect the focus flow tubing, and pump the filtered carrier liquid into the channel at a 
rate of 1 to 2 mL/min to fill the channel and to flush air bubbles towards the remaining channel 
openings. 
2. Connect the tubings located at the bottom of the channel. This will force the carrier liquid 
to move up the channel evacuating the large air bubbles with it.  
3. Once the carrier liquid reaches the top of the channel, connect the tip-flow input tubing 
to the channel, and pump liquid through it, thereby filling the remainder of the channel until 
carrier liquid comes out from the crossflow output. Once the carrier liquid reaches the top of the 
channel, the crossflow tubing can be connected to the channel. Crossflow should be switched on 
at 1-1.5 mL/min with a tip-flow of 2 mL/min. This will remove the remaining air bubbles in the 
channel through the membrane and the frit. Carrier liquid should be pumped through the channel 
at 1 mL/min for 1-2 h to equilibrate the channel and remove any air bubbles trapped in the 
channel. If the frit has been allowed to dry completely, carrier liquid should be pumped 
continuously through the channel for 2-4 days approximately, with a flow rate of 1-2 mL/min. 
 
Table A1.2. Set of flow rates used for the analysis of mercaptopropionic coated CdSe/CdZnS 
quantum dots. The crossflow was linearly decreased for all methods from the initial value to 0 
mL/min over a period of 20 min, before being let constant at 0 mL/min for 10 min. The channel 
length was 27.5 cm, width of 2.0 cm and a thickness of 350 µm. 
Vc/Vout 2 3 4 5 
Detector Flow Vout (mL/min) 0.5 0.5 0.5 0.5 
Crossflow Vc (mL/min) 1.0 1.5 2.0 2.5 
Focus Flow Vfoc (mL/min) 1.3 1.8 2.3 2.8 





Setting Up the Instrument for Sample Fractionation, Sample Preparation and Sample 
Injection  
Setting up the instrument (before the sample preparation and separation): 
1. Turn on the detectors before the sample preparation (you need about 1 hour to establish 
the baseline conditions). 
2. Set the tip flow rate (same as detector flow rate to be used: i.e. 0.5 mL/min) using AF2000 
software (Postnova). 
3. Open a “New Run” in the same software and create the method using the flow rates 
presented in Table A1.2. 
4. Preset the focusing flows according to the selected method. 
5. Open the light scattering software. 
6. Create a new template and put all parameters for the sample and separation conditions (as 
requested by the light scattering software and seen on the monitor). 
7. Keep the instrument on “stand by” while you prepare your sample. 
 
A1.4.2. Sample Preparation and Injection 
1. Have QDs (prepared commercially or in-house, at least 35 µL per injection and 
concentration above 1 mg/mL) in the medium as the carrier liquid. 
2. Sonicate or vortex the sample to obtain a homogeneous suspension. 
3. Use Hamilton micro syringe to withdraw the sample (at least 10 µL more than the volume 
of the sample loop) from the tube. Remove any air bubble from the syringe.  
4. The inject lever on the instrument should be in the “Inject” position. Insert the syringe 
through the septum and release 2-3 µL of the sample (to eliminate any risk of injecting air bubbles 
in the sample loop). 
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5. Change the lever to the “Load” position and inject your sample (add 10 µL more than the 
sample loop volume to fully load it). 
6. Change the lever position back to the “Inject” position. This will start the sample 
fractionation. 
A1.4.3. Sample analysis 
1. The signal from the detectors (UV or refractive index, fluorescence, light scattering) will 
appear on the monitor. 
2. During the elution, the user can already start analyzing the elution profile and determine 
how to improve the elution.  
(a) The first thing to look at is: Is there a reasonable signal? If no, then the reason might 
be because of total adsorption of the sample on the membrane, if that is the case see 
Note 7. Another possibility is that the sample load is too small. Third possibility is the 
detectors are not sensitive enough. 
(b) Does the main peak appear to start eluting out from the channel during the steady 
crossflow, followed by a second peak eluting out once the crossflow has been decreased? 
This may be due to a too short period of constant crossflow before it is decreased, or a 
too high ratio of Vc/Vout. 
3. Once the run is finished (with or without the rinsing step), it is good to either rerun the 
same method using a blank injection, to clean the channel and make sure that if part of the 
sample has adsorbed onto the membrane it doesn’t desorb from the membrane during the next 
run. The other option is to open the purge valve and flush the channel with a fast axial flow rate 
(2 mL/min tip-flow) for 10 min. One of the advantages of field-flow fractionation techniques is 
the absence of stationary phase, therefore, it is less damaging for fragile samples, and it is also 
possible to change flow rates quickly without the risk of damaging the stationary phase, and detect 
impurities coming from it. 
4. For the next run, the user can start by opening the same template as the previous run, and 
modify the ratio of crossflow/outflow, either decreasing it if the sample was retained too much in 
the channel, or increasing it if the sample eluted too rapidly. In a first step, outflow rate should be 
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kept the same. Later on, to improve the resolution, the outflow rate can be increased, it is better 
to start with low outflow rates (< 0.5 mL/min). Once an appropriate ratio of crossflow/outflow 
rate has been determined, for which there is no sign of peak splitting and the retention time is 
short enough, then it is interesting to increase the crossflow as much as possible in between runs 
to determine the best one, as this will increase the retention level (tr/t0) and lead to a better 
resolution between the components (see Note 8).  
Another way to visually determine at which crossflow/outflow rate the components will elute out, 
one can position the time of elution on the method template and see during the crossflow 
decrease, at which crossflow value the samples start to elute out (see Notes 9-12). 
5. As a result of the QD separation by AF4 one can obtain the fractogram illustrated in 
Fig. A1.2.  
 
 
Figure A1.2. A) AF4 fractogram of the UV/Vis signal at λ=300 nm plotted vs. time using 
increasing crossflow/outflow ratios. B) Plot of ratios 2 and 5. The UV-absorbance on the left y-
axis and the hydrodynamic radius (Rh) on the right y-axis are plotted as a function of elution time. 
 
The AF4 fractogram of QD-MPA using deionized water as a carrier liquid and a 
polyethersulfone (PES) membrane. The ratio of crossflow to channel flow was increased from 2 
to 5 to observe the effect on retention time. The UV signals were all normalized to the signal 
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from the Vc/Vout = 2 condition. By integrating the UV signal as a function of elution time for 
each peak, we determined that the areas were all equal, meaning that there was no loss of sample 
material in between the different flow rate conditions presented in Table A1.2. 
In the first step, 5 mg/mL solution was injected, with an injection loop of 21.5 µL, which 
represents a mass of 107.5 µg. The detector flow rate was set at 0.5 mL/min to avoid excessive 
flow rates in the channel. Since the QDs are relatively small particles (8-16 nm in diameter), the 
crossflow rate had to be greater than the detector flow rate. We tested four Vc/Vout ratios: 2, 3, 4, 
and 5. Vc being the crossflow rate and Vout being the flow rate at the output of the channel, also 
called flow rate at the detectors. The fractograms presented in Fig. A1.2 show the relative 
retention time for the various crossflow to detector flow ratios. Retention time was increased 
progressively with the increase of crossflow/channel flow ratio. Under values of Vc/Vout = 3, the 
peak of the QDs coelutes with the void peak. By increasing to 4 and 5, we obtain good separation 
between the main peak and the void. However, a shoulder to the right appears.  
 
Figure A1.3. AF4 fractogram showing the Rayleigh ratio signal as a function of time of elution. In 




By looking at the QELS and MALS signals (Figs. A1.2 and A1.3, respectively), we observe 
that this shoulder corresponds to larger aggregates which have formed because of the strong flow 
rates in the channel. The Rh plot (Fig. A1.2) shows aggregates between 10 and 50 nm in 
hydrodynamic radius. This corresponds to a few QDs agglomerating together under the influence 
of the strong crossflow rates. In Fig. A1.3, showing the Rayleigh ratio as a function of elution 
time, a secondary peak appears for the Vc/Vout ratios 4 and 5, even though the UV/Vis signal 
intensity is low, because of the stronger scattering intensity of larger particles. The agglomerated 
QD particles formed are large enough to give precise information on the rms radius of the eluting 
particles, as seen in Fig. A1.3. Non-agglomerated QDs were too small, compared to the 
wavelength of the laser, to give useful information on the rms size. Aggregates, of up to 200 nm 
in geometric diameter, are formed under the influence of the crossflow rate. 
The effect of increasing the rate of the crossflow for a given detector flow, on the 
nanoparticle recovery was also assessed, by integrating the elution peak of the UV/Vis signal as a 
function of elution time to obtain the area under the curve after normalizing all the peaks to the 
elution at Vc/Vout = 2 (as seen in Fig. A1.2). Results show that for the same amount injected, the 
recovery is the same. Therefore, the increased flow rates in the channel induced aggregation of 
the QD-MPA, however it did not lead to increased sample adsorption to the membrane material. 
As observed earlier, the Vc/Vout of 4 and 5 lead to a shoulder. The Rayleigh ratio shows a 
more important signal compared to the UV/Vis detector, as the signal read corresponds to larger 
particle, which scatter more light even at lower concentration. The root-mean-square (rms) radius 
is sensitive to particles which are approximately 1/10th of the wavelength of the laser used. Here, 
individual QD-MPA are not seen, as they are too small (10-16 nm), however, the crossflow-
induced aggregation lead to a strong and useful signal. 
Keeping the same membrane material (PES), we changed the carrier liquid, to assess the 
effect of ionic strength on the stability of these small ligand coated-QDs. The carrier liquid was 
changed to a solution of sodium chloride (10 mM, in deionized water), which was properly 
filtered on a 0.1 µm VVPP (Durapore) filter and degassed. The same fractionation method was 




Figure A1.4. Effect of 10 mM NaCl on the fractionation of QD-MPA on a polyethersulfone 
membrane. The UV/Vis absorbance at 300 nm is plotted as a function of elution time. 
 
Figure A1.4 shows that there is almost complete adsorption of the QD sample to the 
membrane material. The sizes using the sodium chloride carrier liquid cannot be reported 
accurately because of the too low concentration of the sample exiting the channel, but from the 
peak shape it doesn’t appear that the salts caused aggregation of the eluting QDs.  
Through this case study, we have briefly observed the effect of crossflow/detector flow 
ratio on the retention of small spherical nanoparticles, we have seen that by increasing this ratio 
we were able to shift the elution of the particles to longer retention times. However, we have also 
observed the limits of increasing the crossflow/detector flow, as this affected the stability of the 
particles being analyzed. This effect was accentuated by the nature of the sample to be analyzed, 
which relies uniquely on electrostatic repulsion between particles for its stability in suspension. 
The higher crossflows were able to force the particles in vicinity which accelerated their 
precipitation. However, it didn’t seem to affect negatively the particle-wall interactions, as no loss 
of material was observed when increasing the crossflow rates. The strength of the hyphenated 
technique is that whatever happens in the channel is picked up by the changes in elution time, but 
also the light scattering detectors, which provide crucial information for the thorough 
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characterization of the state of the sample. In this case study we were able to quantify and 
characterize the sizes of the aggregates formed in the channel, through the combined use of the 
UV/Vis, MALS, and the QELS detectors.  
The importance of the carrier liquid composition on the analysis was also underlined. In 
this study, the addition of a salt to the carrier liquid induced particle-wall interactions. By 
screening the surface charges of the QD-MPA as well as the PES ultrafiltration membrane (pI ~ 
2.4),33 the salts in the carrier liquid caused the QDs to come in proximity to the membrane. This is 
why the user should always do verifications of possible interactions when studying charged 
samples, as the carrier liquid composition, the membrane material, and the surface properties of 
the sample, play a role in the good process of the fractionation. The interactions may not always 
cause complete adsorption of the sample to the membrane material, they may slow the elution 
resulting in overestimation of the size if using the retention time theory alone. This is an example 
why the hyphenation of AF4, by mounting light scattering detectors, offers such a powerful 
solution to the thorough analysis samples of broad size distribution, as the inline detectors do not 
rely on the retention time to measure accurately the sizes. The fractionation playing its role as 
well, since it allows one size at a time to be analyzed by the light scattering detectors, therefore, 
solving the problem of sizes being biased by the presence of a few large particles. 
A1.5. Notes  
Note 1. If available, read the pressure at the tip flow pump and the system pressure when 
the tip flow rate is set at 1 mL/min. For a given carrier liquid, the pressure should not vary too 
much. If it has increased significantly, this is sign that there is blockage in the channel, or more 
frequently, that the filter placed after the pump needs to be replaced. 
Note 2. Sample overloading usually occurs for sample loads above 100 µg. It is caused by 
the relatively small volume in which the separation occurs (usually in a 5 µm-high layer above the 
channel wall). Each particle requires a certain volume to reach equilibrium, if the sample is too 
concentrated then the particles cannot reach equilibrium because of steric interference with each 
other, leading to cases of precipitation and aggregation if the particles are attracted to one-
another. For charged particles in which there is significant particle-particle repulsion, the particles 
need even more volume to equilibrate; therefore the sample loads have to be smaller (about 1 µg). 
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Signs of overloading are peak fronting and digitation. To test for sample overloading, several runs 
with varying sample loads are necessary, if the retention time does not vary with the sample load 
then there is no overloading.  
Note 3. The amount added must be taken into consideration in the calculation of the 
ionic strength. Solutions containing sodium azide should be disposed of appropriately. 
Note 4. Ethanol should be avoided as a carrier liquid if it is used for prolonged periods of 
time as it can cause the Plexiglas to crack.  
Note 5. If buffers are used, the usual procedures should be used to flush the pump 
pistons to remove the crystalline materials, from the salts, that may damage the pump seals. 
Note 6. Refractive index detectors are sensitive to pressure and cannot withstand 
pressures in excess of 100 psi, therefore they should be placed last inline of the detectors. Large 
inner diameter tubing should be used as output to reduce as much as possible backpressure. 
Note 7. To determine if there is sample adsorbing to the membrane, inject the same 
sample using the same method and measure the concentration eluting out, if there is increase or 
decrease of signal intensity and area under the peak, then there is possibility that the sample may 
interact with the membrane. Solutions: Membrane pretreatment. Inject more sample to have 
enough at the detectors; use preconcentration of the sample by injecting several times the same 
sample during the focusing period; or use a slot pump to remove the excess of solvent contained 
above the sample layers. 
Note 8. Increasing the crossflow rate/outflow rate ratio will also lead to a proportional 
increase of system pressure. 
Note 9. It is important not to decrease the crossflow rate too quickly, as it may cause 
sample to be released by the channel prematurely, because of disturbance caused in the channel 
laminar flow by rapid crossflow decrease. This can also cause the system pressure to increase 
rapidly, causing significant pressure drop once the crossflow reaches zero, which often causes a 
small depression in the signal read at the detectors, as well as the unknown complex effects 
occurring in the channel when the system’s pressure changes abruptly. 
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Note 10. It is usually not recommended to keep the sample retained in the channel for 
too long with a too high crossflow rate/outflow rate, if it is not required by the sample size, as 
sample can interact with itself (particle-particle) causing aggregation and appearance of larger 
particles, or can interact with the membrane, causing sample loss due to reversible/irreversible 
adsorption therefore poor recovery and signal intensity.  
Note 11. If bubbles appear in the syringes of the crossflow pump, this may be caused by 
two problems. Either, upon using high crossflow rates, there is cavitation occurring in the 
syringes which may be because of an air leak. The solution to this is to change the whole syringe 
by ordering a new part, or to find the leaky gasket and change it. The other possibility is that air 
bubbles were introduced in the channel and they have been pumped out of the channel by the 
crossflow pump. This may be because of a too weak axial flow rate and a too strong crossflow 
rate. If this is the case, the system pressure will indicate null pressure in the system, which means 
that solvent is backing up from the output back into the channel and out by the crossflow pump. 
To resolve this problem, it is necessary either to disassemble the channel and rewet the membrane 
and frit which may be dry, or pump solvent at a high flow rate, while opening the bottom valve  
Note 12. If an acute peak is observed during the elution of the sample, this may have 
been caused by the passage of an air bubble through the detectors, this usually means that the 
bubble will be seen on the signals of several detectors in the order of their placement inline of the 
instrument. If this peak reappears when repeating the same run, then it’s possible that it is caused 
by a drop in the pressure from the channel to the detectors, and can be solved by using a small 
length of thinner tubing between the channel and the detector, therefore compensating for the 
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